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AVANT-PROPOS 
Parmi les situations d’échec microbiologique, les infections en biofilm ont une 
prévalence croissante au cours des dernières années (1). Le recours toujours plus fréquent aux 
dispositifs médicaux implantables (pace-maker, prothèses, cathéters…) et pour des patients 
de plus en plus fragiles favorise le développement des infections en biofilm. 
Les infections sur cathéter, les infections ostéo-articulaires sur matériel, les 
pneumopathies acquises sous ventilation mécanique (PAVM), principalement lorsque la 
respiration est assistée par une sonde endotrachéale, les surinfections de plaies chroniques, les 
infections pulmonaires chroniques des patients atteints de mucoviscidose sont autant de 
situations cliniques dans lesquelles la constitution d’un biofilm peut compliquer la prise en 
charge des patients (2, 3). 
Bien que relativement peu pathogène pour le sujet en bonne santé, Pseudomonas 
aeruginosa est fréquemment impliqué dans les infections associées aux soins et notamment les 
infections de dispositifs implantables (4–6) et joue un rôle essentiel dans les complications de 
la mucoviscidose (7). Doté d’un pouvoir d’adaptation important à son environnement et 
capable de se développer en biofilm, P. aeruginosa s’est imposé au cours des dernières 
décennies comme le pathogène représentatif des infections en biofilm difficiles à éradiquer. 
Les traitements antibiotiques ne permettent souvent pas de guérir les infections en biofilm et 
imposent dans de nombreux cas le retrait du dispositif médical. 
Dans le but d’améliorer la compréhension de l’échec des traitements en biofilm et afin 
d’envisager l’élaboration de stratégies thérapeutiques plus efficaces, l’objectif de nos travaux 
a donc été d’évaluer des traitements antibiotiques dans un biofilm in vitro de P. aeruginosa puis 
d’explorer les mécanismes de l’échec microbiologique de ces traitements en biofilm. 
Les infections en biofilm à Pseudomonas aeruginosa 
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RECHERCHE BIBLIOGRAPHIQUE 
I. Les infections en biofilm à Pseudomonas aeruginosa 
1. Pseudomonas aeruginosa 
P. aeruginosa appartient à la classe des Gammaproteobacteria et la famille des 
Pseudomonadaceae. Communément appelé « bacille pyocyanique », il s’agit d’un bacille à Gram 
négatif non fermentant. Les bactéries se présentent sous la forme de bacilles droits, fins, et très 
mobiles grâce à un flagelle polaire (ciliature monotriche). Elles produisent des pigments dont 
la pyocyanine (pigment bleu/vert) et la pyoverdine (pigment jaune/vert) et possèdent un 
métabolisme aérobie strict. Le génome complet de P. aeruginosa, publié en 2000, est un des plus 
grands génomes bactériens séquencés (6,3 Mbp). P. aeruginosa a la capacité d’acquérir des 
éléments mobiles et possède une grande proportion de gènes de régulation témoignant de sa 
très grande versatilité métabolique et son adaptabilité exceptionnelle (8, 9). P. aeruginosa est 
une bactérie ubiquitaire, qui vit à l’état saprophyte dans l’environnement. On la trouve dans 
les milieux humides, l’eau, le sol et à la surface des végétaux. La culture de la bactérie est aisée 
sur milieux ordinaires à 37°C ou 41°C en aérobiose. Une odeur caractéristique de seringua se 
dégage des cultures. Les colonies apparaissent de couleur bleu-vert sur milieu gélosé ordinaire 
et présentent un aspect métallique sur gélose au sang. P. aeruginosa peut survivre sur des 
surfaces abiotiques et biotiques telles que le matériel médical et résister aux méthodes de 
désinfection conduisant à un risque de transmission de patient à patient (10, 11). Peu virulent 
pour l’individu sain, P. aeruginosa est un micro-organisme opportuniste dont la pathogénicité 
est multifactorielle et de régulation complexe (Figure 1). P. aeruginosa est un important 
pathogène nosocomial et hospitalier (12), responsable d’infections aiguës et chroniques de 
localisations diverses (11) et fréquemment impliqué dans les infections en biofilm. 
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Figure 1 : Les différentes voies de régulation impliquées dans la pathogénicité de P. aeruginosa (13) 
 
 
2. Formes cliniques d’infections à P. aeruginosa en biofilm 
Les infections à P. aeruginosa peuvent être : 1) superficielles, aiguës et non invasives, 
chez les patients immunocompétents, 2) aiguës et invasives chez les patients présentant des 
comorbidités ou immunodéprimés, et 3) chroniques. Les infections aiguës, d’apparition 
rapide, induisent généralement une réponse intense de l'hôte (érythème, douleur, chaleur), et 
répondent à un traitement topique ou systémique. Les infections chroniques à P. aeruginosa, 
parfois émaillée d’exacerbations, sont fréquemment associées à la constitution d’un biofilm. 
Ces formes chroniques peuvent être caractérisées par des signes secondaires, tels que la 
présence de tissus friables, de zones de nécrose, la survenue d’un exsudat, et par une évolution 
plus lentement favorable à l’introduction du traitement antibiotique (14). Après une réponse 
clinique initiale aux traitement antibiotiques, la rechute est fréquente, survenant une fois le 
traitement antibiotique arrêté (1). 
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2.1 La mucoviscidose 
 La mucoviscidose est une maladie génétique autosomique récessive touchant près de 
70 000 enfants et jeunes adultes dans le monde (principalement recensés en Amérique du Nord 
et Europe) avec environ 1000 nouveaux cas par an (15–17). Son incidence est évaluée à 1 enfant 
sur 2000 à 3000 en Europe. Le gène responsable de la mucoviscidose code pour une protéine 
appelée Cystic Fibrosis Transmembrane conductance Regulator (CFTR) dont la fonction de 
canal ionique est essentielle à l’organisme. Il s’agit d’une glycoprotéine transmembranaire qui 
régule les flux hydro-électrolytiques transmembranaires. Sa structure de canal chlorure 
conduit à une sortie équilibrée d’ions chlorures hors de la cellule épithéliale, selon un gradient 
électrochimique. Lorsque le canal CFTR est défectueux (plus de 2000 mutations sont recensées 
dans la Cystic Fibrosis Mutation Database à ce jour http://www.genet.sickkids.on.ca), la 
rétention intracellulaire des ions empêche la sortie passive d’eau et entraine notamment une 
réduction du liquide de surface bronchique qui augmente la viscosité des sécrétions (Figure 
2). La production d’un mucus épais et abondant ralentit la clairance mucociliaire et favorise la 
colonisation bactérienne. 
 
 
Figure 2 : Conséquences au niveau des voies aériennes respiratoires en cas de canal CFTR défectueux 
chez les patients atteints de mucoviscidose (18) 
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 Après quelques années d’évolution, l’apparition d’infections respiratoires est une étape 
importante dans l’évolution et le pronostic de la maladie. D’abord principalement dues à 
Staphylococcus aureus et Haemophilus influenzae dans l’enfance, elles sont, dans un second temps, 
associées à P. aeruginosa (Figure 3) (7, 19). Initialement intermittente, la colonisation de l’arbre 
respiratoire par P. aeruginosa devient permanente et associée à une altération de la fonction 
respiratoire (20). 
 
 
Figure 3 : Pourcentages de prévalence des espèces bactériennes isolées en cas d’infection respiratoire 
selon l’âge des patients atteints de mucoviscidose (19) 
 
 
 La présence d’agrégats de bactéries au sein d’une matrice extracellulaire dense et la 
physiologie des bactéries témoignent d’un développement bactérien en biofilm, notamment 
pour P. aeruginosa, à l’origine des importantes difficultés thérapeutiques rencontrées dans le 
traitement des infections respiratoires (3, 21–24). Malgré des avancées thérapeutiques, et des 
progrès dans les prises en charge, l’espérance de vie des patients atteints de mucoviscidose 
reste altérée (17, 25). 
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2.2 Autres formes cliniques 
 Parmi les infections en biofilm autres que la mucoviscidose, peuvent être distinguées 
les infections liées à un dispositif médical implanté et les infections chroniques de tissus 
(Figure 4) (26). Les infections aiguës à P. aeruginosa en biofilm les plus fréquemment 
rapportées sont les otites externes (ou otites du baigneur), et les infections oculaires, 
notamment les kératites associées à l'utilisation de lentilles de contact (27). 
 Une grande partie des infections à P. aeruginosa en biofilm sont associées à la présence 
de corps étrangers ou de dispositifs médicaux : PAVM liées à une colonisation de la sonde 
endotrachéale, infections urinaires sur sonde (28, 29) et infections de cathéter (30). Jones et al. 
(31) ont mis en évidence, par microscopie électronique, la présence d’un biofilm bactérien au 
niveau du cathéter urinaire lors d’une infection urinaire sur cathéter à P. aeruginosa.  
Les biofilms peuvent se développer sur les surfaces internes et externes du cathéter urinaire. 
Les infections en biofilm à P. aeruginosa peuvent également concerner les infections 
orthopédiques sur matériel prothétique ou d’ostéosynthèse (32, 33), par contamination pré-
opératoire ou post-opératoire précoce dans les premières heures qui suivent l’implantation du 
matériel ou plus tardivement par voie hématogène ou par contact avec l’environnement 
extérieur pour les dispositifs à émergence cutanée (34, 35). 
 D’autres infections chroniques à P. aeruginosa en biofilm non liées à des dispositifs 
médicaux implantés, également caractérisées par une faible efficacité des traitements 
antibiotiques et un risque élevé de récidive sont décrites : surinfections de plaies chroniques 
(36), ou infections urinaires chroniques chez des patients présentant des comorbidités (diabète, 
cancer) par exemple (37–39). 
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Figure 4 : Principales infections en biofilm décrites chez l’Homme : infections sur matériel et infections 
de tissus (40) 
 
 
3. Épidémiologie 
 Il est désormais admis qu’il existe un lien entre la capacité des bactéries à se développer 
et à persister sur des surfaces et la survenue d’infections. Ainsi, il a été estimé que 65% des 
infections étaient associées à la formation d’un biofilm (41). 
P. aeruginosa figure parmi les bactéries les plus retrouvées dans les infections 
nosocomiales et associées aux soins, notamment dans les unités de soins intensifs (42, 43).  
Dans les unités de soins intensifs européennes, P. aeruginosa est retrouvé dans environ 20% des 
pneumopathies associées aux soins suivi par S. aureus, Klebsiella pneumoniae et Escherichia coli. 
P. aeruginosa est par ailleurs isolé dans près de 15% des infections urinaires associées aux soins 
après E. coli et Enterococcus sp. (44). En France, P. aeruginosa est également l’espèce bactérienne 
la plus souvent retrouvée (19,9%) dans les infections nosocomiales en réanimation adulte 
(d’après les données du réseau REA-Raisin, 2016) (45). 
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D’après d’autres séries, P. aeruginosa est responsable de près de 15% des infections sur 
matériel, 20 à 40% des PAVM (46), 10 à 20% des infections urinaires sur cathéter urinaire (47), 
et un peu plus de 5% des infections sur cathéter (6, 48, 49). C’est également le bacille à Gram 
négatif le plus souvent isolé dans les infections ostéo-articulaires sur matériel (environ 7% des 
infections documentées), loin derrière S. aureus qui reste la bactérie la plus largement retrouvée 
dans ce type d’infection (50). 
Les endocardites infectieuses à P. aeruginosa comptent pour moins de 5% des cas (51). 
Pour ¾ des situations (20/27 patients dans la revue de la littérature de Lin et al.), les 
endocardites étaient associées aux soins et se développaient sur valve native. 
P. aeruginosa représente également 3 à 7% des espèces bactériennes isolées en cas de 
bactériémie (42, 52, 53), principalement d’origine pulmonaire, urinaire, ou liée à la présence 
d’un cathéter veineux central (54, 55). La mortalité associée à une infection à P. aeruginosa est 
élevée, entre 20 et 40% dans les bactériémies (53, 55–58) et jusqu’à 44% dans les PAVM (59). 
Concernant les infections chroniques de tissus, Gjodsbol et al. (60) ont constaté que plus 
de la moitié des plaies chroniques étaient colonisées à P. aeruginosa, et plus de 3/4 des patients 
seront concernés par le développement d’un biofilm au niveau de ces plaies (61). De 0,5 à 2% 
des patients porteurs de matériel prothétique orthopédique développeront une infection au 
cours des deux premières années post-opératoires (62, 63). Pour 9 à près de 30% des patients 
intubés, la survenue d’une PAVM sera associée à la formation de biofilm à la surface de la 
sonde endotrachéale (64, 65). Pour les patients qui ont des cathéters urinaires à demeure, plus 
de 50% des cathéters seront colonisés et dans la majorité des cas cette colonisation sera associée 
à la formation d’un biofilm (66, 67). 
 
Bien que la prévalence des infections en biofilm à P. aeruginosa soit difficile à estimer 
avec précision, ces données révèlent néanmoins leur importance et la nécessité de mieux 
comprendre leurs spécificités afin d’adapter la stratégie thérapeutique. 
 
 
4. Diagnostic microbiologique 
 Le diagnostic des infections en biofilm est complexe et ne fait l’objet que de rares 
recommandations spécifiques. La nature du prélèvement à analyser pour mettre en évidence 
ces infections peut être extrêmement variée si l’on considère que les infections en biofilm 
peuvent à la fois concerner des dispositifs médicaux implantables et des tissus. 
Les infections en biofilm à Pseudomonas aeruginosa 
 
9 
 
 En cas de suspicion de bactériémie liée au cathéter, lorsque le matériel est en place, 
des hémocultures pourront être réalisées. Un prélèvement de sang par ponction veineuse 
périphérique et un à partir du dispositif seront effectués afin de comparer le différentiel du 
délai de positivité entre les flacons d’hémocultures. En cas du retrait du cathéter, une culture 
de la partie distale du cathéter, selon la méthode semi-quantitative de Maki ou la méthode 
quantitative de Cleri pourra aider au diagnostic (68). La culture de l’extrémité d’une sonde 
urinaire est en revanche peu pratiquée en routine, notamment du fait qu’un recueil d’urine est 
plus simple à réaliser (69). En cas de suspicion d’infection sur matériel orthopédique, 
lorsqu’un geste chirurgical est envisagé mais que le matériel est maintenu en place, un 
débridement des tissus (c’est-à-dire le retrait des tissus infectés, nécrotiques ou morts) pourra 
permettre de mettre en évidence les germes responsables de l’infection. Un broyage de ces 
tissus, avant mise en culture, favorise la libération des bactéries adhérentes en biofilm et 
augmente la sensibilité de la culture (70). L’utilisation de la sonication pour dissocier le biofilm 
a également montré des résultats intéressants dans la littérature permettant d’augmenter la 
sensibilité de la culture et du diagnostic par PCR à partir de matériels prothétiques et de 
cathéters urinaires, mais entrainant toutefois l’isolement de bactéries dont la pathogénicité 
reste incertaine dans certains cas (66, 69, 71–73). 
 Concernant l’observation par microscopie directement à partir des prélèvements, 
l’examen direct par coloration de Gram permet parfois d’observer des agrégats de bactéries 
suggérant une organisation des bactéries en biofilm mais la technique n’est pour autant pas 
assez sensible pour signaler la présence d’un biofilm sur la seule donnée de cet examen.  
Les techniques de microscopie électronique et confocale, plus adaptées à la visualisation des 
biofilms, ne sont pas accessibles pour le diagnostic microbiologique des infections en biofilm 
en routine au laboratoire (23, 74). 
 Les conditions de culture des prélèvements (milieux de culture, durées et 
atmosphères d’incubation) à mettre en œuvre en cas de suspicion d’infection en biofilm sont 
peu décrites dans la littérature. Seules des spécificités sont décrites dans le cadre de la 
mucoviscidose. En effet, les prélèvements respiratoires doivent être ensemencés sur des 
milieux de culture enrichis en facteur de croissance et sélectifs et l’incubation de ces milieux 
prolongée afin de permettre l’isolement des bactéries qui deviennent plus exigeantes 
lorsqu’elles se développent en biofilm (19, 75, 76). 
 En culture, certains éléments peuvent orienter de façon indirecte vers le diagnostic 
d’une infection en biofilm ; par exemple, pour les infections chroniques, et plus 
particulièrement les infections sur matériel orthopédique et les infections pulmonaires chez 
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les patients atteints de mucoviscidose, la présence de variants à petites colonies est une 
indication d’un probable mode de vie en biofilm. 
 La place de la biologie moléculaire en contexte d’infection en biofilm est discutée 
dans la littérature, notamment du fait que certaines sous-populations bactériennes viables 
mais non cultivables pourraient être identifiées par des techniques d’amplification des acides 
nucléiques (77). Pour autant, les sensibilités et spécificités de détection des pathogènes 
rapportées sont très variables pour la PCR ADNr 16S (acide désoxyribonucléique codant pour 
l’ARNr 16S) selon les études (73, 78–80). Dans l’étude de Bémer et al. (79), même si la PCR 
ADNr 16S, réalisée à partir de prélèvements ostéo-articulaires initialement broyés, était 
spécifique, elle manquait de sensibilité et était non contributive pour 40 cas sur 215 pour 
lesquels la culture était positive. 
 Enfin, en routine, les tests évaluant l’efficacité des antibiotiques, méthodes 
d’antibiogramme et méthodes de détermination des CMI, en milieu gélosé ou en milieu 
liquide, sont standardisés et réalisés sur des cultures planctoniques homogènes constituées de 
cellules réplicatives. Ces techniques ne permettent pas de prédire le succès d’une 
antibiothérapie en cas d’infection associée à un biofilm (81). Non encore utilisés en pratique 
courante au laboratoire, des tests de sensibilité in vitro ont été mis au point pour déterminer 
l’impact d’une croissance en biofilm sur la sensibilité aux antibiotiques, détaillés dans le 
chapitre II de ce manuscrit. 
 
 À l’heure actuelle, le diagnostic microbiologique des infections en biofilm, à 
l’exception de rares situations où les dispositifs implantables peuvent être retirés et 
directement analysés et des infections respiratoires chez les patients atteints de mucoviscidose, 
ne bénéficie ni de recommandations, ni de techniques spécifiques par rapport aux situations 
d’infections non liées au développement d’un biofilm. 
 
 
5. Approche thérapeutique 
 Indépendamment de tout impact du biofilm sur l’efficacité des antibiotiques,  
P. aeruginosa se caractérise par une résistance intrinsèque à de nombreuses classes 
d’antibiotiques, liée à l'expression d’une céphalosporinase chromosomique AmpC inductible 
et à l’expression de pompes d’efflux constitutives (27). Outre cette résistance intrinsèque,  
P. aeruginosa possède une extraordinaire capacité à développer des résistances acquises parfois 
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simultanément à plusieurs classes d’antibiotiques, ce qui a incité l’Organisation Mondiale de 
la Santé (OMS) à le classer dans le groupe d’agents pathogènes prioritaires, ESKAPE, pour la 
lutte contre l’antibiorésistance, aux côtés d’Enterococcus faecium, S. aureus, K. pneumoniae, 
Acinetobacter baumannii et Enterobacter spp (82). 
 S’il est désormais admis et connu que le traitement antibiotique des infections à  
P. aeruginosa est rendu moins efficace par la présence d’un biofilm (83), il n’existe pas, à l’heure 
actuelle, de recommandation thérapeutique spécifique concernant les modalités de traitement 
antibiotique des infections en biofilm. Une recommandation européenne a bien établi que les 
infections associées à un biofilm devaient requérir des prises en charge spécifiques (84) mais 
évoque essentiellement la nécessité de retirer le dispositif médical dès lors que le biofilm est 
constitué pour permettre le succès des traitements antibiotiques. En sus des adaptations 
usuelles de l’antibiothérapie devant tenir compte du site de l’infection, de la diffusion de 
l’antibiotique, des paramètres physiologiques individuels, la présence d’un biofilm interroge 
sur les modalités optimales des traitements antibiotiques. 
 En 2018, la société espagnole de chimiothérapie anti-infectieuse a rédigé des 
recommandations de prise en charge des infections invasives à P. aeruginosa (85). L’importance 
de la présence d’un biofilm y est évoquée à trois reprises mais sans que cela se traduise par 
une spécificité de prise en charge. 
 
 
5.1 Monothérapie ou association d’antibiotiques ? 
 L’administration d’une association d’antibiotiques plutôt qu’une monothérapie reste 
discutée pour la prise en charge des infections à P. aeruginosa d’une façon générale. De 
nombreuses études et méta-analyses concernant le traitement d’infections à P. aeruginosa n'ont 
pas mis en évidence de différence significative entre les patients traités par une monothérapie 
de β-lactamine et ceux recevant une association de β-lactamine et aminoside (86–90). Dans les 
recommandations de prise en charge des infections invasives à P. aeruginosa de la société 
espagnole de chimiothérapie anti-infectieuse (85), l’usage d’une association d’antibiotiques est 
proposé au cours des premières 48 à 72 h, en usage probabiliste, afin de diminuer rapidement 
la densité bactérienne et d’éviter la sélection des mutants résistants. La poursuite d’une 
bithérapie est également recommandée après documentation microbiologique, si l'infection 
est sévère, concerne le système nerveux central, en cas d’endocardite, en cas de neutropénie et 
lorsque la souche de P. aeruginosa est résistante aux β-lactamines. De rares études, menées dans 
Les infections en biofilm à Pseudomonas aeruginosa 
 
12 
 
des modèles expérimentaux ou in vitro, ont pu retrouver des arguments en faveur du bénéfice 
d’une telle bithérapie à la phase initiale des infections à P. aeruginosa en biofilm, notamment 
pour prévenir la sélection de mutants résistants (91–93). Mais, aucune série clinique ne permet 
à ce jour de valider cette hypothèse. 
 
 
5.2 Molécules antibiotiques préférentielles 
 Dans ces recommandations, les β-lactamines ont une place de choix. Mais si l’on 
considère les spécificités des infections en biofilm, leur intérêt paraît plus contrasté.  
La ceftazidime ou encore l’association récemment développée ceftolozane/tazobactam 
semblent être peu efficaces en biofilm (94, 95). En effet, dans l’étude de Velez Perez et al., toutes 
les souches de P. aeruginosa testées étaient sensibles à l’association ceftolozane/tazobactam en 
conditions planctoniques (concentrations minimales inhibitrices [CMI] ≤4 mg/L) tandis que 
pour 51 des 54 souches, les concentrations minimales inhibitrices mesurées en biofilm 
(Minimal Biofilm Inhibitory Concentration [MBIC]) étaient nettement augmentées ( ≥16 
mg/L) (94). Dans un autre travail, des cellules de P. aeruginosa, isolées de biofilms in vitro, 
exposées pendant 24 h, respectivement, à la ciprofloxacine ou à la gentamicine, gardaient, 
après exposition antibiotique, des CMI de la ciprofloxacine et de la gentamicine inchangées.  
À l’inverse, lorsque ces biofilms étaient traités par ceftazidime, les CMI de la ceftazidime se 
trouvaient multipliées jusqu’à un facteur 1000, en lien avec une augmentation de la production 
de β-lactamase (95). Ainsi, les β-lactamines ne semblaient dans l’ensemble pas constituer 
l’option thérapeutique de choix pour le traitement des infections en biofilm à P. aeruginosa. 
 Aminosides et ciprofloxacine figurent également parmi les molécules proposées 
dans les recommandations espagnoles pour le traitement des infections invasives à  
P. aeruginosa après documentation microbiologique. Parmi les aminosides, la tobramycine a 
été particulièrement étudiée, et est largement utilisée en nébulisation pour le traitement des 
infections respiratoires à P. aeruginosa chez les patients atteints de mucoviscidose (96, 97).  
À l’exception de cette indication, c’est l’amikacine qui est positionnée au premier plan de ces 
recommandations pour le traitement systémique des infections à P. aeruginosa, notamment du 
fait d’une prévalence de la résistance moins élevée, de l’ordre de 5 à 10% contre 15% pour la 
tobramycine (98). 
 La ciprofloxacine, présente les avantages d’être le seul anti-Pseudomonas disponible 
par voie orale et de particulièrement bien diffuser jusqu’au site de l’infection (99–101), et en 
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biofilm (102). De ce fait, par exemple, parmi les stratégies de traitement antibiotique des 
infections ostéo-articulaires sur matériel à P. aeruginosa, la ciprofloxacine occupe une place de 
choix dans la littérature (50, 103, 104). 
 
(a) Propriétés générales des aminosides 
 Les aminosides sont des composés formés par un noyau central aminocyclitol (appelé 
streptidine pour la sptreptomycine et 2-désoxystreptamine pour les autres aminosides) relié 
par des liaisons glycosidiques à un ou plusieurs sucres (Figure 5) (105). 
 
 
Figure 5 : Structure chimique des aminosides (105) 
 
 
 Les aminosides perturbent la synthèse protéique en se liant à la sous-unité 30S du 
ribosome et plus particulièrement à l’ARN 16S. Les aminosides induisent des erreurs de 
codage par des interactions entre l’ARNm (codon) et l’ARNt transportant un acide aminé 
(anti-codon) qui se produisent au niveau du site A de l’ARN 16S. L’accumulation d’erreurs 
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aboutit à la synthèse de protéines défectueuses. L’insertion de ces protéines anormales dans la 
membrane cellulaire accroit la perméabilité membranaire et le transport des aminosides 
jusqu’à leur cible ribosomale (Figure 6). 
 
 
 
Figure 6 : Mécanisme d’action des aminosides 
La liaison des aminosides à la sous-unité 30S du ribosome perturbe la synthèse protéique pour aboutir 
à la mort des bactéries (106) 
 
 
 La tobramycine et l’amikacine sont les aminosides les plus constamment actifs sur  
P. aeruginosa. En Europe, le pourcentage moyen de souches de P. aeruginosa isolées 
d’hémocultures résistantes aux aminosides est estimé à 13,2% en 2017 avec des taux très 
variables selon les pays. En France, ce pourcentage est évalué à 10,9% en 2017 avec une 
diminution significative de la résistance ces dernières années (-4,8% par rapport au 
pourcentage de résistance en 2014) (44, 107). Selon le rapport de l’Observatoire National de 
l'Épidémiologie de la Résistance Bactérienne aux Antibiotiques (ONERBA) de 2017 (108), 
toutes souches de P. aeruginosa confondues (c’est-à-dire isolées de différents sites), les 
résistances à la gentamicine, tobramycine et amikacine sont estimées à 11,4%, 7,4% et 9% 
respectivement. Le pourcentage de souches de P. aeruginosa sensibles aux aminosides n’a cessé 
d’augmenter depuis 2000 en France, passant respectivement pour la gentamicine, la 
tobramycine et l’amikacine de 45% à 89%, de 74% à 93%, et de 79% à 91%. 
 La résistance acquise aux aminosides est principalement liée à la présence d’enzymes 
catalytiques (Figure 7), réparties en 3 groupes principaux, chacun comportant des 
sous-classes : 
- phosphorylation d’un groupement hydroxyle [O-phosphotransférase (APH)] 
- nucléotidylation d’un groupement hydroxyle [O-nucléotidyltransférases (ANT)] 
- acétylation d’un groupement aminé [N-acétyltransférase (AAC)]. 
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 Le support génétique de ces enzymes peut être plasmidique, ou sur un transposon, ce 
qui favorise le transfert de ce mécanisme de résistance au sein d’une même espèce et entre les 
différentes espèces bactériennes (109). Le phénotype de résistance aux aminosides varie selon 
la classe et la sous-classe d’enzyme. L’enzyme AAC(6’) de type II, mécanisme de résistance 
acquise enzymatique le plus fréquemment retrouvé chez P. aeruginosa, confère une résistance 
à la gentamicine et à la tobramycine mais pas à l’amikacine. A l’inverse, l’AAC(6’) de type I 
épargne la gentamicine mais hydrolyse l’amikacine. L’ANT(2’) de type I, confère à  
P. aeruginosa une résistance à la tobramycine et à la gentamicine (110, 111). Compte-tenu du 
nombre élevé d’enzymes modificatrices, de l’existence de différents types pour une même 
enzyme, de la présence fréquente de plusieurs enzymes pour une même souche et de leur 
association possible avec un autre type de mécanisme de résistance, la déduction du génotype 
d’une bactérie résistante aux aminosides à partir du phénotype observé est difficile. 
 
 
 
Figure 7 : Résistance enzymatique aux aminosides : phénotypes de résistance et incidences associés 
aux différents types d’enzymes (110) 
 
 
 Parmi les systèmes d’efflux, le système MexXY-OprM est fréquemment retrouvé chez 
P. aeruginosa (112, 113), et peut être responsable d’une résistance faible ou modérée aux 
aminosides (113). Ces systèmes d’efflux transmembranaires, exprimés de façon constitutive 
ou inductibles, de type Resistance-Nodulation-cell Division (RND) sont constitués d’un 
transporteur qui fonctionne en association avec deux autres constituants protéiques : une 
protéine de fusion membranaire au niveau périplasmique et une protéine de membrane 
externe. Ces trois éléments sont codés par des gènes regroupés en opéron, contrôlé en amont 
par un gène régulateur. L’activation d’une ou plusieurs de ces pompes d’efflux induit une 
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réduction des concentrations intracellulaires d’antibiotiques, dont l’importance est corrélée au 
niveau d’expression du système d’efflux. 
 Des mutations dans le gène régulateur mexZ de MexXY-OprM ont été identifiées mais 
la corrélation entre la nature des mutations dans mexZ, le niveau d’expression de MexXY-
OprM et les niveaux de résistance aux aminosides n’a été établie (114). Par ailleurs, des études 
ont suggéré le rôle du système d’efflux MexXY-OprM dans le mécanisme d’imperméabilité et 
de résistance adaptative aux aminosides chez P. aeruginosa (115, 116). 
 La résistance par réduction de la perméabilité membranaire, en limitant l’entrée des 
aminosides, peut conférer à P. aeruginosa une résistance à l’amikacine et/ou la gentamicine 
et/ou la tobramycine. Les hypothèses concernant ce mécanisme de résistance restent mal 
connues. La perte de porines (117), des modifications du lipopolysaccharide (118), une 
altération de la chaîne respiratoire qui inhiberait le transport énergie-dépendant des 
aminosides (119) pourraient expliquer le défaut d’accumulation des aminosides. 
 Enfin, la résistance adaptative, caractérisée par une réduction bactérienne précoce, 
rapide et concentration-dépendante suivie d'une phase où l’élimination est plus lente et 
concentration-indépendante, pourrait être observée lors de l’exposition de P. aeruginosa aux 
aminosides (120). 
 L’administration de doses de l’ordre de 25 mg/kg/24h par voie intraveineuse 
d’amikacine permet d’atteindre des concentrations sériques de l’ordre de 60 mg/L au pic (121) 
pour des valeurs résiduelles très variables selon l’âge, les individus et la fonction rénale. Le 
paramètre pharmacocinétique/pharmacodynamique (PK/PD) le plus pertinent pour prédire 
l’efficacité des aminosides est le rapport de la concentration sérique maximale mesurée au pic 
(Cmax) sur la CMI pour l’isolat testé. Une valeur Cmax/CMI >10 permettrait de prédire une 
efficacité thérapeutique des aminosides. La tobramycine peut être utilisée par voie locale 
respiratoire, administrée par aérosol, permettant alors d’atteindre des concentrations dans 
l’arbre respiratoire pouvant atteindre 1000 mg/L (122). 
 
(a) Propriétés générales des fluoroquinolones 
 Les quinolones inhibent la réplication et la transcription bactériennes en empêchant le 
fonctionnement des topo-isomérases de type II : l’ADN gyrase (cible principale chez les 
bactéries Gram négatif) et la topo-isomérase IV (cible principale chez les bactéries Gram 
positif) (123). Les quinolones bloquent ainsi la progression de la fourche de réplication de 
l’ADN, ce qui active la réponse SOS, et provoque la libération de cassures double brin de 
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l’ADN pour aboutir à la mort cellulaire (Figure 8). Elles empêchent également la progression 
de l’ARN-polymérase, bloquant ainsi la synthèse de l’ARN, la transcription et la synthèse des 
protéines (106, 124). 
 
 
Figure 8 : Mécanisme d’action des quinolones 
La liaison des quinolones au complexe ADN-topo-isomérase active la réponse SOS pour aboutir à la 
mort des bactéries (106) 
 
 
 Seules la ciprofloxacine et la lévofloxacine sont actives vis-à-vis de P. aeruginosa (Figure 
9) (101). D’après les données de l’EUCAST (European Committee on Antimicrobial 
Susceptibility Testing), les CMI50 de la ciprofloxacine et de la lévofloxacine sont égales à 0,25 
et 0,5 mg/L respectivement. 
 
 
Figure 9 : Distribution des valeurs de CMI de la ciprofloxacine et de la lévofloxacine pour des souches 
de P. aeruginosa d’après les données de l’EUCAST (https://mic.eucast.org) 
Les concentrations critiques supérieures de la ciprofloxacine et de la lévofloxacine sont 
respectivement : 0,5 mg/L (barre verte sur l’histogramme) et 1 mg/L (barre violette). 
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 En Europe, le pourcentage moyen de souches de P. aeruginosa isolées d’hémocultures 
résistantes aux fluoroquinolones est estimé à 20,3% en 2017 avec des pourcentages très 
variables selon les pays (Figure 10). En France, ce pourcentage est évalué à 15,3% en 2017 avec 
une nette diminution de la résistance aux fluoroquinolones ces dernières années (-5,5% par 
rapport au pourcentage de résistance de 2014) (44, 107). Cette même tendance est décrite dans 
le rapport de l’ONERBA de 2017 (108). Toutes souches de P. aeruginosa confondues (c’est-à-
dire isolées de différents sites), la résistance à la ciprofloxacine est évaluée entre 12,6 et 16,8% 
en 2017 (en tenant compte des données des réseaux REUSSIR, OSCAR et des Microbiologistes 
du Nord-Pas-de-Calais) contre environ 30% en 2000. 
 
 
Figure 10 : Pourcentages de souches invasives de P. aeruginosa résistantes aux fluoroquinolones pour 
les différents pays européens d’après le rapport de 2017 de l’European Center for Disease Prevention 
and Control (44) 
 
 
 Les résistances acquises sont essentiellement liées à des mutations dans les cibles des 
fluoroquinolones, les topo-isomérases, le plus souvent dans les gènes gyrA et parC, parfois 
gyrB et plus rarement parE (125, 126). Ces mutations peuvent se cumuler et aboutir à une 
résistance de haut niveau. L’ensemble de ces mutations décrit dans la littérature, est détecté 
dans une région définie des gènes cibles appelée QRDR (quinolone resistance-determining 
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region) et entraine une baisse d’affinité des fluoroquinolones pour les topo-isomérases.  
La mutation la plus prévalente chez P. aeruginosa et codant pour une résistance (de bas ou haut 
niveau) aux fluoroquinolones est le remplacement de la thréonine par l’isoleucine en position 
83 de la séquence d’acides aminés de GyrA (127, 128), devant la substitution de la sérine par 
la leucine en position 87 de ParC associée à la substitution de la thréonine par l’isoleucine en 
position 83 de GyrA. La combinaison de ces deux mutations entraine une résistance à haut 
niveau aux fluoroquinolones (CMI de la ciprofloxacine ³8 mg/L) (129). D’autres mutations 
(substitutions de l’acide aspartique par l’asparagine ou la tyrosine) en position 87 de GyrA 
sont également associées à une résistance aux fluoroquinolones. Les niveaux de CMI de la 
ciprofloxacine pour les isolats mutés varient alors entre 16 et 64 mg/L (129). Les mutations de 
GyrB, moins fréquentes, interviennent en position 466 ou 468, et confèrent des niveaux de 
résistance moindres (CMI de la ciprofloxacine £2 mg/L). 
 Quatre des 12 systèmes d’efflux décrits chez P. aeruginosa sont susceptibles d’exporter 
les fluoroquinolones hors de la cellule (130) : MexAB-OprM, MexXY-OprM, MexCD-OprJ et 
MexEF-OprN (131–133). Certains, comme MexCD-OprJ, sont plus particulièrement prévalents 
chez les patients atteints de mucoviscidose (134, 135). Les souches surexprimant les systèmes 
MexEF-OprN et MexCD-OprJ en l’absence d’autres mutations associées dans le QRDR sont le 
plus souvent résistantes à bas niveau aux fluoroquinolones (CMI de la ciprofloxacine 
majoritairement £2 mg/L) (133, 134, 136). Mais la surexpression des efflux pourrait favoriser 
la sélection de mutations dans le QRDR et ainsi l’émergence de mutants résistants à haut 
niveau aux fluoroquinolones (117, 128). A l’inverse, l’inhibition de l’expression des pompes 
d’efflux permettrait de réduire le risque de sélection de mutants résistants à haut niveau aux 
fluoroquinolones (137). 
 Après administration de la dose usuelle de 400 mg/8h par voie intraveineuse, les 
concentrations sériques usuelles de ciprofloxacine sont de l’ordre de 3 mg/L au pic et de  
0,5 mg/L pour la valeur résiduelle (121). Le paramètre PK/PD le plus pertinent pour prédire 
l’efficacité des fluoroquinolones et prévenir la sélection de mutants résistants est le rapport de 
l’aire sous la courbe des concentrations sériques des 24 h (AUC24h) sur la CMI pour l’isolat 
testé. Pour les infections sévères à P. aeruginosa, des valeurs AUC24h/CMI >125 sont décrites 
pour être associées à un succès thérapeutique (138, 139). 
 Cependant, l’usage en monothérapie d’une fluoroquinolone pourrait favoriser la 
sélection rapide de mutants résistants, comme l’ont démontré plusieurs études (140–143). 
Chez des patients ayant reçu différents traitements antibiotiques pour des infections à  
P. aeruginosa, la ciprofloxacine était associée à un risque supérieur d’émergence de résistance 
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par rapport à la ceftazidime, quoiqu’inférieur par rapport à celui de l’imipénème (141).  
La sélection d’un mutant résistant à haut niveau à la ciprofloxacine a également été rapportée, 
après seulement 4 jours d’une monothérapie de ciprofloxacine pour une infection  
post-opératoire au niveau mandibulaire à P. aeruginosa, initialement sensible à la 
ciprofloxacine. L’infection a finalement été traitée avec succès par l’association de ceftazidime 
et d’amikacine (142). D’après l’étude in vitro de Jørgensen et al., l’émergence de mutants 
résistants à la ciprofloxacine serait favorisée par l’utilisation de concentrations sub-inhibitrices 
de l’antibiotique (143). Cette sélection de mutants résistants pourrait être prévenue par l’ajout 
d’amikacine inhibant la réponse SOS activée par les fluoroquinolones, comme l’ont démontré 
Valencia et al., in vitro, en conditions planctoniques (140). 
 
 
5.3 Traitements associés et/ou complémentaires 
 Dans le contexte spécifique des infections en biofilm, et possiblement du fait de 
l’efficacité réduite des traitements antibiotiques, des traitements complémentaires, ou des 
alternatives thérapeutiques (antibiotiques ou non) ont été proposés pour le traitement des 
infections à P. aeruginosa en biofilm. 
 Le taux d’échec par débridement chirurgical, lavage, et antibiothérapie du traitement 
des infections ostéo-articulaires sur prothèses articulaires à bacille Gram négatif (parmi 
lesquelles P. aeruginosa représente près de 30% des causes d’infection) (144), étant nettement 
supérieur à celui des infections à Gram positif, le retrait de la prothèse est particulièrement  
recommandé (50). De même, pour le traitement des infections urinaires sur cathéter, si 
l’antibiothérapie seule permet dans un premier temps de diminuer les symptômes, le risque 
de rechute dès la fin du traitement antibiotique est majeur, avec un risque de bactériémie (145). 
Aussi, le retrait des cathéters urinaires est recommandé, précocement en cas de critères de 
gravité du sepsis, ou après le début de l’antibiothérapie (145). 
 Pour les infections de cathéters centraux, l’utilisation d’un « verrou » antibiotique est 
proposée dans la littérature, permettant d’atteindre au site de l’infection des concentrations 
locales de 100 à plus de 1000 fois la CMI de l’antibiotique. Cette stratégie n’est jusqu’alors 
envisageable que si le patient n’est ni transplanté ni immunodéprimé, n’a pas de matériel 
intravasculaire, est stable sur le plan hémodynamique et qu’il n’y a pas de suppuration ou 
d'inflammation au site d'insertion du cathéter (146). Néanmoins, des échecs de cette alternative 
sont décrits lorsque P. aeruginosa est à l’origine de l’infection (147), et le retrait du cathéter 
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central est recommandé dès lors qu’une bactériémie à P. aeruginosa est associée (30, 148). Dans 
le traitement des PAVM à P. aeruginosa, l’ajout d’un antibiotique en aérosol a été étudié dans 
la littérature mais avec des résultats contradictoires, notamment concernant la colistine (149, 
150). 
 Des approches préventives, ayant recours à des matériels imprégnés d’antibiotiques 
(prothèses articulaires, sondes urinaires) ou recouverts d’argent (sondes endotrachéales), 
pourraient contribuer à empêcher, réduire ou retarder la formation de biofilm (151, 152). 
Néanmoins, les données sont insuffisantes pour recommander leur utilisation (84, 145). 
 Les soins locaux sont particulièrement recommandés pour le traitement de patients 
ayant des plaies chroniques de tissus associées à la formation d’un biofilm, tandis que le 
recours à un traitement antibiotique est plus discuté. Le débridement pourrait, outre son 
efficacité intrinsèque, permettre aux agents antimicrobiens d’être plus efficaces et de limiter le 
développement du biofilm (1), mais peu de données cliniques sont disponibles à ce sujet (153). 
 Enfin, dans le contexte très spécifique de la mucoviscidose, les antibiotiques par voie 
inhalée sont très largement utilisés, notamment la tobramycine et l’aztréonam, au long cours, 
et associés à une amélioration de la fonction respiratoire et à une réduction des exacerbations 
(97, 154). Les antibiothérapies préventives et/ou suppressives et les associations 
d’antibiotiques font également partie de la prise en charge thérapeutique afin de diminuer la 
densité bactérienne au niveau pulmonaire, ou pour des propriétés présumées  
anti-inflammatoires (spécificité de l’azithromycine) (97, 155). 
 
 Ainsi, les modalités optimales de traitement des infections à P. aeruginosa en biofilm 
restent fort peu codifiées et sujettes à de nombreux questionnements. 
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II. Étude d’un biofilm de Pseudomonas aeruginosa 
1. Transition d’un mode de vie planctonique à un mode de vie en biofilm 
Le passage d’un mode de vie planctonique où les bactéries vivent de façon libre et isolée 
à un mode de vie en biofilm où elles s’organisent en une communauté bactérienne sous forme 
d’agrégats, requiert un certain nombre de différenciations physiologiques, métaboliques et 
phénotypiques complexes (156, 157). Des modifications de la régulation des protéines 
(jusqu’à 50% du protéome), en particulier celles impliquées dans la réponse au stress 
oxydatif, la réponse stringente, la production des exopolysaccharides et le transport 
membranaire ont été observées (158). Dans un biofilm mature de P. aeruginosa, 1% de 
l’expression des gènes varierait en comparaison au mode de vie planctonique ;  pour une 
moitié dans le sens de la surexpression et pour l’autre dans le sens de la sous-expression 
(159). Les gènes codant pour les flagelles et les pili, ou encore le gène codant pour le facteur 
sigma RpoS seraient ainsi réprimés dans un biofilm mature tandis que des gènes codant pour 
diverses fonctions métaboliques seraient activés (157). L'expression génique semble varier au 
cours du développement du biofilm, suggérant qu’il existerait des profils d'expression 
génique temporels et spatiaux propres aux différentes étapes de formation et maturation du 
biofilm. 
 Tandis que la population planctonique apparait globalement homogène, en matière 
de phénotype, de résistance aux antibiotiques, et d’activité métabolique, la population en 
biofilm est caractérisée par une extrême diversité, variabilité et hétérogénéité (160). 
Différentes sous-populations coexistent au sein d’un biofilm (161, 162) : population située au 
niveau des couches superficielles du biofilm dont les caractéristiques sont proches de la 
population planctonique ; et population sessile au niveau des couches les plus profondes de 
la structure (163, 164). 
 Si les modes de vie planctonique et en biofilm sont schématiquement opposés à des 
fins pédagogiques et d’étude, il existe en réalité un continuum, constamment évolutif entre les 
deux modes de vie, permettant une adaptation rapide et réversible aux différentes conditions 
environnementales (5). 
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2. Biofilm de P. aeruginosa 
2.1 Composition 
Les biofilms constituent un mode de vie très répandu au sein de la communauté 
bactérienne, et se différencient du mode de vie planctonique par une stratégie d’adaptation 
qui permet aux micro-organismes d’échapper à la réponse immunitaire de l’hôte et à l’action 
des antibiotiques (5). Un biofilm microbien se définit comme une communauté structurée de 
micro-organismes (bactéries, fongi, protozoaires) qui peut se développer aussi bien sur une 
surface biotique qu’abiotique en réponse à des signaux extracellulaires. Les biofilms sont 
retrouvés dans des environnements naturels et artificiels. Les bactéries s’organisent au sein 
d’une matrice extracellulaire polymérique composée principalement d’eau (jusqu’à 97%), 
polysaccharides, protéines, ADN extracellulaire (ADNe) (2, 165). 
Trois exopolysaccharides entrent dans la composition de la matrice extracellulaire de 
P. aeruginosa et contribuent particulièrement au développement et au maintien de la structure 
tridimensionnelle du biofilm en favorisant les interactions cellule-cellule. L’exopolysaccharide 
Psl, qui est constitué de motifs répétés de mannose, glucose et rhamnose. Pel, qui est composé 
de N-acétylgalactosamine et N-acétylglucosamine, reliés entre eux par des liaisons β-1,4. 
Enfin, l’alginate qui est un polysaccharide acétylé, d’acides L-guluronique et D-mannuronique 
reliés entre eux par des liaisons β-1,4 (12, 166). L’alginate est particulièrement produit par les 
souches de P. aeruginosa isolées des infections pulmonaires chroniques des patients atteints de 
mucoviscidose : il contribue au caractère muqueux des colonies, en retenant l’eau et les 
nutriments, confère une architecture très structurée à la matrice, et participerait à la tolérance 
du biofilm vis-à-vis des antibiotiques (167). 
L’ADNe est un autre composant essentiel du biofilm. Son origine génomique a été 
confirmée (168). Il peut alors provenir de la lyse d’une fraction de la population bactérienne 
sessile, d’une excrétion active par des cellules vivantes via des vésicules de transport 
membranaire (169). Les exopolysaccharides Pel et Psl interagissent avec l’ADNe pour 
renforcer la cohésion intercellulaire au sein du biofilm (170). 
La structure du biofilm évolue en fonction de son stade de maturation. Présent en 
moindre quantité dans un biofilm de 6 jours, l'ADNe était retrouvé à la jonction entre la base 
et la partie supérieure des structures en forme de champignon ; dans un biofilm de 4 jours il 
était localisé dans la partie externe de la monocouche (168). 
 La composition du biofilm dépend également de la souche bactérienne considérée et 
de l’environnement dans lequel le biofilm se développe. Par exemple, P. aeruginosa PA14, qui 
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est une souche de laboratoire initialement isolée d’une surinfection de brûlure d’un patient et 
dont le génome est entièrement séquencé, ne synthétise pas Psl, l’exopolysaccharide 
majoritaire constituant la matrice extracellulaire du biofilm est Pel (165, 171, 172). 
 Le biofilm est ainsi un environnement structuré, d’architecture variable, complexe, 
hétérogène et dynamique. 
 
 
2.2 Formation 
 La constitution du biofilm se déroule en plusieurs étapes qui incluent une adhésion 
réversible puis irréversible avec la formation de microcolonies, une étape de maturation du 
biofilm, puis, sous l’effet de stress ou de carences nutritives la dispersion du biofilm (Figure 
11) (173). 
 
 
Figure 11 : Cycle de vie d’un biofilm, de la formation (A) à la dispersion du biofilm (B) (5) 
 
 
 L’initiation de la formation du biofilm dépend de structures bactériennes qui sont 
impliquées dans la mobilité des bactéries, les pili, flagelles et fimbriae. À proximité d’un 
support, la mobilité bactérienne est réduite et l’adhésion à la surface se produit par 
l’intermédiaire des flagelles. Il se forme alors une monocouche bactérienne au niveau de la 
surface. Ces cellules constituent le pied des futures structures en champignon. À ce stade, 
l’adhésion est réversible. Une deuxième phase permet ensuite aux bactéries de se multiplier 
et, par l’intermédiaire de pili de type IV, de former des microcolonies. L’attachement devient 
Étude d’un biofilm de Pseudomonas aeruginosa 
 
25 
 
alors irréversible. L’agrégation des bactéries sous forme de microcolonies met en jeu une forme 
particulière de motilité, associant des mouvements d’élongation/rétraction et médiée par les 
pili, appelée « twitching ». Des structures en forme de champignon se constituent alors, dont 
les cellules situées à la base sont de mobilité réduite, et celles à la partie supérieure du 
champignon sont davantage mobiles. Il a été montré que des mutants défectueux pour les pili 
de type IV pouvaient adhérer à une surface et former une monocouche de cellules mais 
n’étaient pas capables de s’agglomérer en microcolonies (174). Ceci confirme les rôles 
essentiels des flagelles dans l’étape initiale d’attachement puis des pili de type IV dans 
l’agrégation sous forme de microcolonies. 
 Par ailleurs, les pili de type IV se lient avec une forte affinité à l’ADNe. Un traitement 
par DNase permettait de détruire les biofilms jeunes de P. aeruginosa alors que les biofilms 
consolidés n'étaient que partiellement altérés (175). Ces données suggèrent que l’ADNe joue 
un rôle important dans la formation des microcolonies et participe à la structure du biofilm 
principalement lors des étapes initiales. 
 Après la formation des microcolonies, s’ensuit une étape de maturation du biofilm où 
les exopolysaccharides s’accumulent en périphérie (176) et contribuent au maintien de la 
structure du biofilm qui devient plus résistant aux stress environnementaux. Le biofilm pourra 
acquérir une forme caractéristique de champignon constituée par un socle de cellules 
immobiles et une partie supérieure dans laquelle circulent des bactéries mobiles, le tout 
englobé dans la matrice extracellulaire. 
 Enfin, la dernière étape pour compléter le cycle est la dispersion du biofilm. Elle résulte 
de modifications des apports en nutriments, des concentrations en oxygène ou encore de 
variations du pH. Par exemple, des conditions d’anaérobiose en favorisant la production de 
monoxyde d’azote pourraient induire une diminution des concentrations intracellulaires 
d’une molécule signal, le di-guanosine monophosphate cyclique (c-di-GMP), et un retour vers 
un mode de vie planctonique (177, 178). Les bactéries de surface ainsi relarguées retrouvent 
alors un état planctonique, pouvant dès lors coloniser une nouvelle surface puis générer un 
nouveau biofilm. Le relargage peut concerner des bactéries mobiles dans le cadre d’une 
dispersion active (« seeding »), ou des agrégats de bactéries recouverts de matrice, auquel cas 
on parlera de dispersion passive (179). 
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2.3 Régulation du biofilm 
La formation du biofilm est un processus régulé par des mécanismes complexes et 
interconnectés. Son développement est étroitement lié à un système de régulation appelé le 
quorum-sensing (QS). Le QS est un système de communication entre les bactéries, médié chez 
P. aeruginosa par des molécules de signalisation diffusibles : les N-Acyl-L-homosérine lactones 
(AHLs). Ce mécanisme de communication intercellulaire permet une coordination rapide du 
comportement bactérien au sein d’un agrégat bactérien. Chez P. aeruginosa, deux systèmes de 
QS ont été décrits : le système LasI/LasR, médié par la N-(3-oxododecanoyl) homosérine 
lactone (3-oxo-C12-HSL) et le système RhlI/RhlR, médié par la N-butyryl homosérine lactone 
(C4-HSL). Chaque système se définit par un couple composé d’une protéine régulatrice (LasR, 
RhlR) et d’une enzyme auto-inductrice (LasI, RhlI) qui contribue à la synthèse des AHLs (180). 
Les systèmes LasI/LasR et RhlI/RhlR semblent contribuer à l’élaboration de la structure du 
biofilm (181). Dans un travail comparant une souche sauvage de P. aeruginosa et son mutant 
pour le gène lasI, le biofilm formé par la souche mutée était plus plat et moins structuré. L’ajout 
de 3-oxo-C12-HSL permettait de restaurer la structure initiale du biofilm (182). Hentzer et al. 
ont également démontré que des analogues structuraux des AHLs, comme les furanones, 
entrainaient une réduction de la biomasse du biofilm de P. aeruginosa (183). Un troisième 
système, le PQS (Pseudomonas quinolone signal), sous le contrôle des deux précédents systèmes 
LasI/LasR et RhlI/RhlR et qui a pour molécule auto-inductrice la 2-heptyl-3-hydroxy-4-
quinolone, semble intervenir dans la formation du biofilm. Une souche de P. aeruginosa dotée 
d’un système PQS déficient, semble produire moins d’ADNe au sein du biofilm par ailleurs 
moins structuré (168). Enfin, toujours en interaction avec le système RhlI/RhlR, le facteur 
sigma (sous-unité de l'ARN polymérase bactérienne qui permet d’initier la transcription) 
RpoS, présent chez P. aeruginosa, interviendrait également dans la formation de biofilm à 
travers la régulation de gènes exprimés en phase stationnaire (182, 184, 185). 
 Outre les mécanismes de régulation en lien avec le QS, des études récentes ont 
démontré le rôle central du c-di-GMP, un messager secondaire, dans l'initiation de la 
formation du biofilm (186). En réponse aux variations de concentrations de c-di-GMP, de 
multiples voies de régulation peuvent être activées (Figure 12). La protéine FleQ, en présence 
de faibles concentrations de c-di-GMP, est impliquée dans l’activation des gènes qui codent 
pour les flagelles tandis qu’elle réprime l’expression des gènes codant pour les 
exopolysaccharides. En revanche, des concentrations élevées de c-di-GMP inhibent la 
répression exercée par FleQ vis-à-vis des gènes pel et psl qui codent pour les 
exopolysaccharides Pel et Psl de la matrice extracellulaire (187, 188). En effet, l’augmentation 
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des concentrations de c-di-GMP lève l’inhibition de FleQ vis-à-vis d’une protéine nommée 
CdrA, activant ainsi la synthèse et l’excrétion de CdrA hors de la cellule. CdrA pourra alors se 
lier aux polysaccharides pour favoriser l’auto-agrégation des bactéries, la formation du biofilm 
et le maintien de la structure du biofilm (189). 
 
 
Figure 12 : Voies de régulation impliquées dans la formation du biofilm en lien avec les variations de 
la concentration intracellulaire de c-di-GMP (A) et les étapes de développement du biofilm (B) (12) 
 
 
 L’expression de l’exopolysaccharide Psl peut également être régulée par LadS et RetS, 
deux senseurs, qui sont des histidines kinases possédant un domaine de détection spécifique 
pour un signal, et un domaine qui s’auto-phosphoryle suite à la détection du signal 
correspondant. LadS et RetS semblent avoir des fonctionnements opposés. Ils interviennent 
dans une voie de régulation complexe, LadS/RetS/GacS/GacA/RsmA, impliquant des 
systèmes à deux composants et contrôlant de nombreuses réponses physiologiques chez  
P. aeruginosa. La cascade de régulation faisant intervenir LadS entraine la traduction des gènes 
codant pour la synthèse des exopolysaccharides et la répression des gènes du système de 
sécrétion de type III (SST3) et d’autres facteurs impliqués dans la cytotoxicité et la virulence.  
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La cascade RetS contrôlerait ces mêmes gènes de façon strictement opposée (Figure 13) (12, 
190, 191). 
 
 
Figure 13 : Voies de régulation impliquant RetS/GacS 
Les signaux environnementaux lors d’une infection aiguë favoriseraient l'activation de RetS, 
l’inhibition consécutive de la voie de signalisation GacS/GacA/rsmZ, l’augmentation de la 
concentration de RsmA pour aboutir à la synthèse de facteurs de virulence. En situation d’infection 
chronique, la voie de signalisation GacS/GacA/rsmZ est activée, les facteurs de virulence moins 
exprimés et la synthèse des exopolysaccharides augmentée (190). 
 
 
3. Modèles de biofilm in vitro 
3.1 Modèles statiques 
(a)  Le modèle en microplaque 
 Le modèle statique le plus fréquemment utilisé dans la littérature est le modèle de 
biofilm formé sur microplaque. Ce modèle consiste à inoculer une suspension calibrée, de 107 
à 108 bactéries/mL, dans une microplaque (de 6 à 96 puits). Une première étape de 1 h à 4 h 
est nécessaire pour permettre l’adhésion des bactéries au support. Le milieu surnageant est 
ensuite retiré délicatement afin d’enlever les bactéries planctoniques. Du milieu de culture est 
ensuite ajouté dans les puits de la microplaque pendant une durée minimum de 24 h jusqu’à 
quelques jours afin de permettre la formation d’un biofilm (192). L’atmosphère pour incuber 
les bactéries sera choisie selon l’espèce bactérienne étudiée. À l’issue de cette étape ou après 
une période supplémentaire d’exposition antibiotique, les biofilms pourront être quantifiés 
Étude d’un biofilm de Pseudomonas aeruginosa 
 
29 
 
par numération des colonies sur gélose ou marqués par différents colorants ou sondes 
fluorescentes. 
 En 2018, une nouvelle méthode de rinçage pour les modèles de biofilm in vitro en 
microplaques utilisant la vapeur d’eau a été développée. Cette approche permettrait 
d’améliorer la reproductibilité des résultats tout en préservant l’intégrité structurelle des 
biofilms. Cette méthode a été validée pour les espèces de S. aureus, Staphylococcus epidermidis, 
P. aeruginosa et E. coli (193). 
 
(b) Estimation des concentrations bactériennes en biofilm par culture 
 Pour estimer quantitativement la concentration des bactéries viables (et cultivables) en 
biofilm, les biofilms seront récupérés après pipetage, vortex ou sonication pour détacher les 
cellules du support. Des dilutions en séries sont réalisées, puis un volume de 100 µL est déposé 
et étalé sur des géloses. Après une incubation de 24 à 48 h (la croissance des colonies isolées 
de biofilm est parfois plus lente), le nombre de colonies sur chacune des géloses est déterminé 
et la concentration moyenne de cellules bactériennes adhérentes et cultivables ainsi estimée en 
log10 unité formant colonie (UFC)/mL, avec une limite de détection d’1 log10 UFC/mL (2, 194). 
 
(c) Quantification de la biomasse, de la matrice et de la viabilité en biofilm par des tests 
colorimétriques 
 Différentes techniques permettent de révéler la présence d’un biofilm.  
La méthode de marquage au Cristal Violet, à partir d’un biofilm formé sur une microplaque, 
est la technique la plus répandue pour quantifier la biomasse du biofilm (à la fois la matrice 
extracellulaire, les cellules vivantes et mortes). Après un rinçage délicat des puits, le biofilm 
est mis en contact avec le Cristal Violet puis lavé avec un mélange acétone-éthanol et enfin 
l’absorbance est mesurée (195). L’absorbance mesurée reflète la capacité des cellules à adhérer 
et donc à former un biofilm au fond des puits de la microplaque. D’autres colorants peuvent 
être utilisés sur le même principe ; tel que le Rouge Congo, pour quantifier la biomasse formée 
par les exopolysaccharides de la matrice extracellulaire du biofilm (196). 
 Des tests colorimétriques peuvent également être utilisés pour quantifier la viabilité et 
l’activité des cellules à partir de biofilms formés en plaques, il s’agit des méthodes utilisant le 
FDA (diacétate de fluorescéine) et le XTT (un sel de tétrazolium). Les cellules viables sont 
capables de convertir le FDA, qui est un composé non coloré, en fluorescéine jaune par l’action 
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des estérases, et de réduire le XTT, qui est un composé jaune en formazan, un colorant orange 
(192). Ces techniques permettent ainsi de quantifier directement les cellules viables dans la 
totalité du biofilm fixé à son support (197). 
 
(d) Visualisation de la structure du biofilm par microscopie 
 Les techniques de microscopie électronique permettent une bonne visualisation du 
biofilm, mais exigent des matériels très spécifiques, et d’usage encore restreint. 
 À partir d’un biofilm formé sur des plaques de 6, 12 ou 24 puits, la microscopie 
confocale (Confocal Laser Scanning Microscopy [CLSM]), via l’utilisation de différentes 
sondes fluorescentes, permet d’analyser la structure du biofilm (198). Le Syto-9 permet de 
marquer l’ensemble des cellules du biofilm (vivantes et mortes), qui apparaîtront en vert. 
L’épaisseur du biofilm pourra être estimée et son architecture visualisée (199). L’utilisation 
d’un marquage Live/Dead composé de Syto-9 et d’iodure de propidium (se fixant sur les 
bactéries dont la membrane est altérée et chassant le Syto-9 de la cellule) permet de distinguer 
au sein du biofilm les cellules vivantes des cellules mortes (qui apparaîtront en jaune/rouge). 
D’autres sondes fluorescentes telles que le white calcofluor ou le 1,3-dichloro-7-hydroxy-9,9-
dimethyl-2(9H)-acridinone (DDAO) permettront de distinguer des composants de la matrice 
extracellulaire, respectivement, les exopolysaccharides et l’ADNe (200, 201). Il est également 
possible de modifier génétiquement des souches afin qu’elles expriment un fluorophore 
comme la Green Fluorescent Protein (GFP). Cette technique consiste à fusionner le gène de la 
GFP à celui de la protéine que l’on désire étudier. La protéine recombinante obtenue possède 
les propriétés de fluorescence de la GFP et peut ainsi être détectée. Cette technique permet par 
exemple de suivre la formation d’un biofilm au cours du temps. 
 
(e) Évaluation de l’activité des antibiotiques par les méthodes du « Calgary Biofilm Device » et 
Biofilm Ring Test™ 
 Un autre modèle de biofilm in vitro est largement utilisé, il s’agit du « Calgary Biofilm 
Device » (Figure 14). Cette méthode est spécifiquement employée pour évaluer l’activité des 
antibiotiques en biofilm. Cette technique nécessite de former un biofilm dans une microplaque 
de 96 puits comme précédemment décrit au début de ce chapitre. Cette microplaque sera 
recouverte d’un couvercle constitué de 96 petits « picots » sur lesquels le biofilm se formera. 
Les « picots » sont ensuite rincés pour éliminer les bactéries non adhérentes, puis plongés dans 
Étude d’un biofilm de Pseudomonas aeruginosa 
 
31 
 
une autre microplaque qui contient des concentrations croissantes d’antibiotiques. Après 
exposition aux antibiotiques pendant la durée souhaitée, le couvercle est retiré, rincé, puis les 
cellules en biofilm, adhérentes aux picots, sont détachées de leur support par sonication.  
Le dénombrement des bactéries qui ont survécu en biofilm après exposition antibiotique, 
permet alors, soit par la mesure de la densité optique, soit par la numération des colonies sur 
gélose, de déterminer des concentrations minimales inhibitrices et bactéricides en biofilm 
(MBIC et Minimal Biofilm Bactericidal Concentration [MBBC]) (Tableau 1) (202–204). 
 
 
Figure 14 : Détermination de la sensibilité aux antibiotiques en biofilm avec la méthode du « Calgary 
Biofilm Device » (203) 
 
 
Tableau 1 : Paramètres microbiologiques d’évaluation de la sensibilité aux antibiotiques en biofilm 
déterminés par la méthode du « Calgary Biofilm Device » (204) 
 
 
 
 A titre d’exemple, des valeurs obtenues dans un biofilm de P. aeruginosa par la méthode 
du « Calgary Biofilm Device » sont présentées dans le Tableau 2 (204). 
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Tableau 2 : Comparaison des paramètres microbiologiques évaluant l'activité antimicrobienne de 
certains antibiotiques vis-à-vis de P. aeruginosa en culture planctonique et en biofilm (204) 
 
 
 
 Le Biofilm Ring Test® (BioFilm Control, Saint-Beauzire, France), développé 
récemment, permet l’étude de la cinétique de formation du biofilm. Son principe repose sur le 
déplacement de microbilles magnétisables le long d’une surface sous l’action d’un aimant.  
Ce déplacement est modulé par la présence des bactéries et par la viscosité à proximité de la 
surface (modifiée par les macromolécules incluses dans le biofilm). Lorsque les bactéries seront 
en culture « libre », les billes seront attirées par le champ magnétique au centre du puits ce qui 
va se traduire par la présence d’un spot visible à l’œil nu. En cas de formation d'un biofilm, les 
bactéries auront adhéré au fond du puits entrainant ainsi l’immobilisation des billes et aucun 
spot ne sera visible (Figure 15) (205). 
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Figure 15 : Étude de la cinétique de formation du biofilm avec la méthode du Biofilm Ring Test (205) 
 
 
 Un test de sensibilité aux antibiotiques, appelé Antibiofilmogramme®, a été mis au 
point à partir du Biofilm Ring Test® dans le but d’évaluer la capacité des antibiotiques à 
prévenir la formation d’un biofilm (206, 207). 
 
 De très nombreux autres modèles de biofilm in vitro statiques ont été décrits dans la 
littérature. Il s’agissait, entre autres, de biofilms formés sur des billes d’alginates, sur des 
disques de verre à base de borosilicate, sur des membranes en polycarbonate (208–210), ou 
encore parfois directement formés sur des dispositifs médicaux implantables (211, 212). 
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3.2 Modèles dynamiques 
 Dans le cadre de recherches expérimentales, des modèles in vitro dynamiques ont été 
développés permettant de se rapprocher des conditions auxquelles seraient exposés les 
biofilms dans leur environnement naturel, en tenant compte notamment des forces de flux qui 
interviennent lors du procédé de formation du biofilm (Figure 16) (213). Un système à flux 
continu (« flow cell ») est constitué de petites chambres qui permettent la formation d’un 
biofilm à l’interface solide-liquide en présence d’une force de cisaillement et d’un apport 
continu d’éléments nutritifs (204). Un autre système (« drip flow biofilm reactor ») également 
composé de chambres indépendantes permet la formation de biofilm en condition 
d’écoulement et de cisaillement plus faibles (214). Une autre approche, le CDC biofilm reactor, 
a été développée. Ce modèle est composé de huit portoirs contenants chacun trois disques sur 
lesquels le biofilm va se former. Les forces de cisaillement seront alors produites par une barre 
d’agitation au centre du dispositif (215). Enfin, plus récemment encore, des systèmes de 
microfluidiques ont été développés, permettant l’analyse de la structure et de la composition 
des biofilms par microscopie confocale, ainsi que l’évaluation de l’activité des antibiotiques en 
biofilm par numération des colonies sur gélose. 
 
 
 
Figure 16 : Modèles de biofilm in vitro dynamiques en flux 
(A) “flow cell” (204); (B) “drip flow biofilm reactor” (214); (C) “CDC biofilm reactor” (213) 
 
A
C
B
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3.3 Intérêts / limites des modèles expérimentaux 
 Les modèles in vitro statiques, bien que d’usage encore relativement complexe pour 
une utilisation au quotidien pour le diagnostic microbiologique, apportent nombre 
d’informations complémentaires de celles obtenues par les techniques de routine réalisées 
avec des cultures en phase planctonique. La quantification de la biomasse du biofilm par le 
Cristal Violet sur microplaque nécessite peu de matériel et est peu coûteuse. Elle est 
particulièrement appropriée pour effectuer le screening d’un grand nombre souches.  
Les modèles sur microplaque sont adaptés à la réalisation de différentes techniques (Cristal 
Violet, microscopie confocale…) et permettent d’obtenir à la fois des données de biomasse, de 
concentrations bactériennes ou encore des images de la structure du biofilm. Les modèles in 
vitro dynamiques permettent la constitution de biofilm dans un contexte de forces de 
cisaillements, potentiellement plus proche de la réalité in vivo, l’analyse de points 
intermédiaires, et des variations au cours du temps des conditions de culture. 
 Néanmoins, ces différents modèles comportent d’importantes limites de 
caractérisation des biofilms formés. La méthode de quantification du biofilm par Cristal Violet 
permet une quantification globale de la biomasse du biofilm (bactéries et matrice 
extracellulaire) mais ne distingue pas les cellules vivantes des cellules mortes. L’étape de 
détachement du biofilm, que ce soit par pipetage, vortex ou sonication, est peu reproductible. 
Les étapes de lavage préalables visant à éliminer les cellules planctoniques peuvent entrainer 
l’élimination d’une partie du biofilm, ou à l’inverse laisser des bactéries en biofilm fixées sur 
le support. La mesure de la viabilité des cellules en biofilm par des colorants tels que le FDA 
ou le XTT permettent de s’affranchir de l’étape de détachement du biofilm, obligatoire avec la 
technique de dénombrement sur milieu gélosé, mais sont peu précises quant aux voies 
enzymatiques explorées. Quant au « Calgary Biofilm Device », il ne permet d’évaluer que des 
concentrations fixes d’antibiotiques, par des mesures en point final. 
 L’analyse par microscopie confocale des biofilms requiert des équipements 
extrêmement coûteux, n’est possible que sur certains supports, et nécessite un processus 
complexe de traitement et d’analyse d’images. 
  
 D’une façon plus générale, ces méthodes d’évaluation sont longues, requièrent des 
équipements spécifiques, des volumes importants de milieux de culture et des techniques 
complexes encore peu partagées. Ces techniques apportent néanmoins des informations utiles 
à visée de recherche, permettant notamment des comparaisons entre souches et entre 
antibiotiques. 
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4. Évaluation des traitements antibiotiques dans des modèles de biofilm in 
vitro à P. aeruginosa 
 Certains travaux ont évalué l’activité de traitements antibiotiques pour prévenir la 
formation du biofilm ou l’effet de concentrations sub-inhibitrices sur le biofilm. Dans une 
perspective thérapeutique clinique, seules seront détaillées ici les études in vitro qui ont évalué 
l’impact de traitements antibiotiques à doses présumées efficaces sur un biofilm formé. Là 
encore, les modèles de biofilm choisis, les souches de P. aeruginosa utilisées, les concentrations 
antibiotiques testées sont très divers. 
 
4.1 Monothérapies d’antibiotique 
 Que les biofilms soient formés sur des billes d’alginate ou qu’ils soient évalués dans un 
modèle de Galleria mellonella, la tobramycine, montrait en biofilm une bien moindre efficacité 
qu’en culture planctonique (Figure 17) (208, 216). Dans l’étude de Cao et al. (208), plus de 99% 
des cellules planctoniques étaient tuées par un traitement de tobramycine, tandis qu’en 
biofilm, la réduction bactérienne n’était que de 25%. 
 
 
Figure 17 : Survie de larves de Galleria mellonella infectées par une culture planctonique ou un biofilm 
de P. aeruginosa après exposition à de l’amikacine (216) 
 
 
 Dans différents travaux, malgré une réduction bactérienne initiale importante et un 
effet sur la biomasse du biofilm, la tobramycine ne permettait pas d’éliminer le biofilm 
bactérien dans sa totalité (208, 217, 218). Lors d’utilisation de concentrations de tobramycine 
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15 fois plus élevées que les concentrations sériques usuelles, et correspondant aux 
concentrations locales obtenues après administration par aérosols, une réduction importante 
des concentrations bactériennes (jusqu’à atteindre la limite de détection des cellules viables) 
était notée. Néanmoins, dans cette même étude, les analyses par microscopie confocale 
montraient une persistance de la structure du biofilm et de cellules vivantes dans les couches 
inférieures du biofilm (Figure 18). 
 
 
Figure 18 : Traitement par tobramycine d’un biofilm de P. aeruginosa 
À gauche, les courbes de réduction bactérienne en fonction du temps après exposition à des 
concentrations élevées de tobramycine ou d’aztréonam. À droite, les analyses par microscopie 
confocale après exposition à des concentrations élevées de tobramycine (les cellules vivantes 
apparaissent en vert et les cellules mortes en rouge). ATM : aztreonam ; TOB : tobramycine ; A/T/A et 
T/A/T : traitements séquentiels par tobramycine et aztréonam (217) 
 
 
 Aucun mutant résistant n’était isolé des biofilms après exposition à des concentrations 
de 100 et 1000 mg/L de tobramycine, même pour des souches hypermutatrices (217). Il a été 
décrit que les faibles concentrations en oxygène dans les couches les plus profondes du biofilm 
pouvaient limiter la diffusion de la tobramycine et ainsi diminuer son efficacité (102, 219). 
 
 Comme pour les aminosides, une moindre efficacité de la ciprofloxacine était observée 
en biofilm par rapport à une culture planctonique (216, 220). Les fluoroquinolones entrainaient 
une réduction des concentrations bactériennes mais ne permettait pas une éradication 
bactérienne complète du biofilm de P. aeruginosa (164, 221). Dans le travail de Pamp et al. (164), 
comprenant des analyses par microscopie confocale, l’efficacité de la ciprofloxacine n’était 
observée que vis-à-vis des cellules en périphérie du biofilm, métaboliquement actives.  
TOB
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Les bactéries qui étaient dans les couches les plus profondes du biofilm demeuraient vivantes 
après exposition à la ciprofloxacine. Même l’utilisation de concentrations très élevées de 
ciprofloxacine, jusqu’à 100 fois la CMI de la souche, ne permettait pas d’éradiquer un biofilm 
de P. aeruginosa in vitro (Figure 19) (222). 
 
 
Figure 19 : Biofilms de P. aeruginosa exposés à des concentrations croissantes de ciprofloxacine 
Les biofilms ont été formés dans un modèle dynamique in vitro pendant 48 h puis exposés à de la 
ciprofloxacine pendant 24 h. Les images ont été obtenues par microscopie confocale après marquage 
des biofilms par du Syto-9 et de l’iodure de propidium. Les cellules vivantes apparaissent en vert et 
les cellules altérées en jaune/rouge (222) 
 
 
 Dans un autre modèle expérimental, l’exposition d’un biofilm formé de souches 
sensibles à la ciprofloxacine mais hypermutatrices à des concentrations de ciprofloxacine 
permettant d’atteindre un rapport AUC24h/CMI >125, conduisait à la sélection de mutants 
résistants à la ciprofloxacine (223). La colistine, utilisée seule, ne semblait pas beaucoup plus 
efficace que des monothérapies d’aminoside ou de ciprofloxacine en biofilm. À la différence 
de la ciprofloxacine, la colistine semblait agir sur les cellules des couches profondes du biofilm 
qui montraient une activité métabolique réduite (164). Vis-à-vis de souches de P. aeruginosa 
multi-résistantes, son activité était inconstante en biofilm et l’émergence de mutants résistants 
était observée pour certaines souches (92). 
 
 Les b-lactamines ont été relativement peu évaluées dans des modèles de biofilm de  
P. aeruginosa. D’une façon générale, hormis le méropénème, les b-lactamines présentent une 
faible activité vis-à-vis de P. aeruginosa en biofilm. Dans l’étude de Fernandez-Olmos et al. 
(224), les MBIC évaluées dans un modèle de « Calgary Biofilm Device » étaient les plus élevées 
pour la ceftazidime et l’imipénème, comparativement à d’autres antibiotiques tels que la 
ciprofloxacine et la tobramycine. Les MBIC étaient jusqu’à 1000 fois supérieures aux CMI 
usuelles. Le ralentissement de l’activité des cellules en biofilm semble limiter l’efficacité des  
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b-lactamines dont le mécanisme d’action cible la synthèse du peptidoglycane des cellules 
réplicatives (225). 
 L’aztréonam, utilisé seul, montrait une faible activité antibactérienne avec une 
réduction limitée de l’inoculum bactérien. En revanche, une modification de la structure du 
biofilm et une filamentation des bactéries étaient observées (217, 218).  
Le méropénème produisait un effet rapide et bactéricide vis-à-vis de P. aeruginosa en biofilm 
en agissant notamment sur les parties supérieures des structures en champignon du biofilm. 
Cependant, des doses répétées de méropénème entrainaient l’apparition d’une tolérance de  
P. aeruginosa à l’antibiotique (226). 
 
 
4.2 Associations d’antibiotiques 
 Dans un modèle de biofilm in vitro de P. aeruginosa formé en chambre à flux continu, le 
méropénème, en association avec la tobramycine, permettait une réduction de la biomasse et 
une éradication du biofilm presque complète (226) tandis que dans un modèle de biofilm 
formé sur des cellules épithéliales bronchiques, l’association de la tobramycine et de 
l’aztréonam ne faisait pas mieux qu’une monothérapie de tobramycine (Figure 20) (218). 
 
 
Figure 20 : Biofilms de P. aeruginosa exposés à l’aztréonam, la tobramycine et à une assocation 
d’aztréonam et de tobramycine 
Les biofilms ont été formés in vitro sur des cellules épithéliales bronchiques humaines pendant 6 h 
puis exposés aux antibiotiques pendant 16 h. **, p <0,05 ; ns, non significatif  
ABX : antibiotic ; ATM : aztréonam ; TOB : tobramycine (218) 
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 En association avec des b-lactamines, la colistine semblait augmenter l’activité du 
doripénème, mais sans pourtant permettre l’éradication complète du biofilm (92). L’ajout de 
méropénème ou de ceftolozane/tazobactam à la colistine ne semblait pas nettement plus 
efficace, mais prévenait l’émergence de la résistance à la colistine, pour des souches de  
P. aeruginosa multi-résistantes (93). 
 L’étude de Pamp et al. (164) mettait en évidence des activités complémentaires, de la 
ciprofloxacine et la tétracycline d’une part qui permettaient de tuer les bactéries 
métaboliquement actives à la périphérie du biofilm, et de la colistine d’autre part qui avait une 
action sur les cellules des couches plus profondes du biofilm dont l’activité métabolique était 
réduite (Figure 21). Cependant, ces résultats n’ont pas été comparés dans d’autres modèles de 
biofilms in vitro ni in vivo. 
 
 
Figure 21 : Biofilms de P. aeruginosa exposés à la ciprofloxacine et à l’association de ciprofloxacine et 
de colistine, à la tétracycline et à l’association de tétracycline et de colistine 
Les biofilms ont été formés dans un modèle dynamique in vitro pendant 4 j puis exposés aux 
antibiotiques pendant 24 h. À gauche, les images ont été obtenues par microscopie confocale. Les 
cellules vivantes apparaissent en vert et les cellules altérées en jaune/rouge. À droite, les 
concentrations bactériennes en biofilm avant et après exposition aux antibiotiques (164). 
 
 
 L’azithromycine, quoique dépourvue a priori d’activité intrinsèque vis-à-vis de  
P. aeruginosa, semblait accroître l’activité d’autres molécules par son action anti-QS. L’efficacité 
de la ceftazidime était notamment augmentée en association avec l’azithromycine, par 
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diminution de la production des rhamnolipides, sous contrôle du système RhlI/RhlR du QS 
(227, 228). 
 Enfin, un traitement séquentiel par aztréonam et tobramycine a été évalué dans un 
modèle dynamique de biofilm de P. aeruginosa dans la mesure où la tobramycine peut favoriser 
la surexpression de la pompe d’efflux MexXY-OprM mais aussi dans le même temps inactiver 
la pompe d’efflux MexAB-OprM et donc conférer une augmentation relative de la sensibilité 
à l’aztréonam, substrat de cette dernière pompe d’efflux (229). Une réduction  significative des 
concentrations bactériennes et de la biomasse n’était observée que lorsque les biofilms étaient 
exposées à des concentrations d’antibiotiques de l’ordre de 250 à 1000 fois la CMI (217). 
 
 L’ensemble de ces études, résumées dans le Tableau 3, particulièrement hétérogènes 
dans les modalités expérimentales, les thérapeutiques évaluées, les critères d’évaluation, et ne 
démontrant pas de tendance nettement reproductible en faveur d’une modalité thérapeutique, 
atteste néanmoins de la capacité d’adaptation de P. aeruginosa en biofilm et de la difficulté à 
l’éradiquer dans ces conditions malgré le recours à des concentrations élevées d’antibiotiques 
ou à des associations d’antibiotiques initialement efficaces vis-à-vis de bactéries en culture 
planctonique. 
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III. Biofilm et récalcitrance aux antibiotiques 
 Le phénomène de survie des bactéries en biofilm à un traitement antibiotique peut être 
regroupé sous le terme de « récalcitrance ». Ce phénomène multifactoriel est dû à plusieurs 
mécanismes, à la fois de résistance et de tolérance (40). 
 La résistance est définie, dans des conditions de cultures planctoniques, comme la 
capacité d'une bactérie à se multiplier en présence d'un antibiotique, qu’il soit bactériostatique 
ou bactéricide. La résistance aux antibiotiques est généralement causée par des mutations 
héréditaires, transmissibles de la cellule mère aux cellules filles ou est acquise par transfert 
horizontal de gène. Elle est associée à de nombreux mécanismes moléculaires. La résistance 
est caractérisée par une augmentation de la CMI, là encore évaluée en conditions de cultures 
planctoniques, qui définit la plus petite concentration d’antibiotique qui inhibe toute 
croissance bactérienne visible après 18 h d’incubation à 37°C (Figure 22) (12, 230, 231). 
 Les mécanismes bien décrits qui sont impliqués dans la résistance aux antibiotiques, 
tels que la diminution de la perméabilité membranaire mettant en jeu les pompes d’efflux et 
porines, l’inactivation des antibiotiques par des enzymes, ne joueraient qu'un rôle marginal 
dans la capacité d’une population bactérienne à échapper aux traitements antibiotiques en 
biofilm. Dans les conditions de vie particulières du biofilm, les bactéries sont capables de 
survivre à de fortes concentrations d'antibiotiques bactéricides, alors même qu’elles sont 
parfaitement sensibles à l’antibiotique dans les conditions planctoniques in vitro de 
détermination de la sensibilité (232). 
 La tolérance, initialement définie en conditions planctoniques, ne s’applique que pour 
les antibiotiques bactéricides. Elle peut être définie comme la capacité de la bactérie à survivre 
à un antibiotique bactéricide, sans croissance bactérienne, même à des concentrations 
d’antibiotiques largement supérieures à la CMI de l’antibiotique. La CMI est inchangée mais 
une durée d’exposition plus longue à l’antibiotique, pour une population tolérante par rapport 
à une population sensible, sera nécessaire pour obtenir la mort de 99,99% de la population 
bactérienne (Figure 22) (230). Dans le contexte spécifique de la croissance bactérienne en 
biofilm, des phénomènes de tolérance sont décrits, rapportés à plusieurs mécanismes 
potentiels. Le phénomène de tolérance, peut conduire à une survie au long cours de la 
population bactérienne et l’absence d’éradication bactérienne. Le terme de persistance 
bactérienne sera alors retenu, concernant une sous-population de bactéries survivant en 
biofilm, et pouvant être sous-tendu par des mécanismes moléculaires spécifiques (40).  
Les spécificités de la croissance en biofilm de P. aeruginosa et leur impact sur les phénomènes 
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de résistance, tolérance et de persistance ont ainsi été analysés à partir des données de la 
littérature. 
 
 
Figure 22 : Paramètres bactériologiques définissant la résistance et la tolérance à un antibiotique 
(A) La résistance est caractérisée par une augmentation de la CMI par rapport à celle mesurée pour la 
souche initiale sensible. (B) La tolérance est caractérisée par une CMI inchangée mais une 
augmentation de la durée d’exposition à l’antibiotique pour obtenir un effet bactéricide (230) 
 
 
1. Impact de la matrice extracellulaire sur l’échappement de P. aeruginosa aux 
antibiotiques en biofilm 
1.1  Diffusion des antibiotiques en biofilm 
 La diffusion des antibiotiques en biofilm dépend de l’espèce bactérienne, de 
l’antibiotique choisi, et des conditions de croissance du biofilm. Ainsi, les données de diffusion 
d'un antibiotique à travers la matrice d’un biofilm ne semblent pas pouvoir être extrapolées 
d’une espèce bactérienne à une autre et d’un antibiotique à un autre. 
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 Dans un biofilm de P. aeruginosa, une évaluation de la vitesse de diffusion de la 
tobramycine et de la ciprofloxacine mettait en évidence une diffusion supérieure de la 
ciprofloxacine, quoique légèrement retardée par rapport à une diffusion en culture 
planctonique (102, 233). L’impact d’une moindre pénétration des antibiotiques dans le 
mécanisme de la tolérance en biofilm reste mal compris car même pour des antibiotiques qui 
diffusent assez rapidement en biofilm tels que les fluoroquinolones, l’éradication complète du 
biofilm bactérien n’est pas obtenue. Ainsi, Walters et al. (102) ont montré que malgré une 
diffusion correcte de la tobramycine et de la ciprofloxacine au sein d’un biofilm de P. aeruginosa 
formé sur des membranes pendant 48 h, et une exposition prolongée (jusqu’à 100 h) à des 
concentrations supra-inhibitrices de ces antibiotiques, les réductions bactériennes mesurées 
n’étaient que de l’ordre de 0,5 et 1,4 log10 UFC/mL respectivement. Dans un modèle de biofilm 
de P. aeruginosa en flux continu, tandis que la ciprofloxacine diffusait dans l’ensemble de la 
structure du biofilm, la diffusion de la tobramycine était limitée à la périphérie du biofilm. 
Parallèlement, les cellules bactériennes à la périphérie du biofilm étaient tuées tandis que les 
cellules bactériennes au centre du biofilm survivaient à la tobramycine. La diffusion de la 
tobramycine augmentait avec l’allongement de la durée d’exposition, des concentrations de 
tobramycine plus élevées (de l’ordre de 50 à 100 mg/L) et en présence de cations (233).  
Plus que par l’exposition à des concentrations sub-inhibitrices à l’origine de sélection de 
mutants résistants, la diffusion plus lente des antibiotiques en biofilm pourrait ainsi laisser le 
temps nécessaire au développement d’une réponse phénotypique adaptative susceptible 
d'accroître la tolérance. 
 
1.2 Rôle de l’ADN extracellulaire 
 L’ADNe, composant majeur de la matrice du biofilm, pourrait également jouer un rôle 
dans la tolérance aux antibiotiques en biofilm. Chargé négativement, l’ADNe, abondant dans 
la matrice, pourrait ainsi interagir avec la tobramycine, chargée positivement.  
C’est l’hypothèse formulée par Chiang et al. (234) (Figure 23). 
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Figure 23 : Biofilms de P. aeruginosa exposés à la tobramycine, en l’absence et en présence d’ADN 
exogène 
Sur les images obtenues par microscopie confocale, les cellules vivantes apparaissent en vert et les 
cellules mortes en rouge (234) 
 
 
 Une souche de P. aeruginosa mutée dans les gènes du QS, lasR rhlR, formant en 
conséquence un biofilm moins structuré davantage sujet à la dispersion de l’ADNe, était ainsi 
plus sensible à l’action de la tobramycine que la souche sauvage. En revanche, lorsque de 
l’ADN exogène était ajouté, dans les mêmes conditions de culture, une tolérance de la souche 
mutée vis-à-vis de la tobramycine était observée. De même, la tobramycine était moins efficace 
lorsque des polynucléaires lysés, libérant ainsi de l’ADN dans le milieu, était introduits dans 
un biofilm de P. aeruginosa (234). Ces résultats suggèrent que l'ADNe de la matrice du biofilm 
pourrait en partie protéger les bactéries de l’action de la tobramycine. 
 L’ADNe pourrait également jouer un rôle dans la tolérance en biofilm de P. aeruginosa 
vis-à-vis de la colistine, qui est un polypeptide cationique qui a pour mécanisme d’action de 
désorganiser la membrane externe des bacilles Gram négatif, augmenter la perméabilité 
membranaire et ainsi aboutir à la mort de la cellule (235). L'ADNe de la matrice du biofilm, 
chargé négativement, pourrait interagir avec les cations Mg2+, entraînant une diminution de 
leur concentration dans l'environnement. Des systèmes à deux composants, PmrA/PmrB et 
PhoP/PhoQ, seraient alors activés favorisant l’expression de la protéine de membrane OprH, 
ce qui augmenterait la stabilité de la membrane, limitant l’action de la colistine pour aboutir à 
la tolérance de P. aeruginosa vis-à-vis du peptide cationique en biofilm (236, 237). Également 
les systèmes PmrA/PmrB et PhoP/PhoQ pourraient également se trouver activés suite à 
l’acidification du milieu que provoquerait l’ADNe au sein du biofilm et ainsi conférer une 
résistance vis-à-vis des aminosides par modification du lipopolysaccharide de la membrane 
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externe des bacilles Gram négatif, limitant la pénétration intracellulaire des aminosides et 
donc leur action (238). 
 
 
1.3 Rôle des exopolysaccharides dans la tolérance en biofilm 
 Le rôle des exopolysaccharides de la matrice extracellulaire du biofilm dans la 
tolérance aux antibiotiques est moins décrit et reste controversé. D’après Billings et al. (239), 
l’exopolysaccharide Psl pourrait jouer un rôle dans la tolérance à la colistine, la tobramycine 
et la ciprofloxacine lors des premières étapes du développement du biofilm. Mais ces résultats 
n’étaient pas retrouvés par une autre équipe dans un modèle de biofilm utilisant une souche 
de P. aeruginosa surexprimant Psl (171). Dans cette même étude de Colvin et al. (171), un biofilm 
formé avec une souche de P. aeruginosa PA14, naturellement déficiente en l’exoploysaccharide 
Pel, était plus sensible à la tobramycine et à la gentamicine. Mais dans un autre travail, le 
biofilm formé par une souche déficiente en l’exopolysaccharide Pel, dans un « Calgary Biofilm 
Device », était plus résistant à ces deux mêmes antibiotiques que le biofilm constitué avec la 
souche isogénique sauvage (240). Dans ces différents travaux, aucune modification de la 
sensibilité à la ciprofloxacine n’était observée en biofilm pour des souches déficientes pour 
l’exoploysaccharide Pel. Les mécanismes par lesquels les exopolysaccharides interagiraient 
avec les antibiotiques sont encore méconnus. 
 
 
1.4 Production de β-lactamase 
 La β-lactamase chromosomique et inductible AmpC est un déterminant majeur de la 
résistance aux β-lactamines chez P. aeruginosa (241). Bagge et al. (241) ont démontré, dans un 
biofilm de P. aeruginosa, qu’en l'absence de ceftazidime et d'imipénème, l'expression d’AmpC 
était négligeable. En présence d'une faible concentration d'imipénème, l'expression d’AmpC 
était limitée à la périphérie du biofilm, tandis que pour des concentrations plus élevées 
d’imipénème, l’expression d’AmpC était généralisée à l’ensemble du biofilm. La ceftazidime 
induisait l’expression de l’enzyme AmpC seulement à la périphérie du biofilm et après 
exposition à des concentrations élevées (241). Par ailleurs, un biofilm mature de P. aeruginosa 
était plus résistant à la ceftazidime qu’un biofilm jeune. En effet, plus le biofilm avait bénéficié 
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d’un temps de formation et d’une durée d’exposition aux β-lactamines accrus, plus la 
production de β-lactamase était augmentée favorisant la résistance à la ceftazidime (95). 
 
 
1.5 Rôle des systèmes d’efflux 
 Le rôle des pompes d’efflux dans la tolérance du biofilm vis-à-vis de l’action des 
antibiotiques est également controversé dans la littérature. 
 Dans un biofilm in vitro de P. aeruginosa formé en chambre à flux continu, l'expression 
des gènes des pompes d’efflux MexAB-oprM et MexCD-oprJ, marqués par la protéine 
fluorescente GFP, diminuait au cours du temps. Elle était supérieure dans un biofilm âgé de  
4 jours plutôt que de 8 jours. Des différences dans les niveaux d'expression des gènes des 
pompes d’efflux MexAB-oprM et MexCD-oprJ au sein de la structure du biofilm étaient 
observées, l’expression maximale étant détectée en surface du biofilm. Néanmoins, dans un 
« Calgary Biofilm Device », l’impact de ces variations d’expression des pompes d’efflux 
MexAB-OprM, MexCD-OprJ, MexEF-OprN et MexXY-OprM sur la tolérance de P. aeruginosa 
aux antibiotiques semblait mineur. Que les souches soient délétées pour les gènes codant les 
pompes d’efflux ou qu’elles surexpriment les pompes d’efflux, les valeurs des concentrations 
minimales d’éradication du biofilm après 6 h d’exposition à différents antibiotiques 
(pipéracilline, gentamicine, aztréonam entre autres) restaient stables (242). Une analyse 
transcriptomique, menée sur un biofilm in vitro de 72 h de P. aeruginosa, ne mettait pas en 
évidence de variations des niveaux d’expression des pompes d’efflux après 12 h d’exposition 
à 10 mg/L de tobramycine ou 1 mg/L de ciprofloxacine (243). Dans un autre travail, une 
souche mutée dans le répresseur mexZ de la pompe d’efflux MexXY-OprM entrainant sa 
surexpression, et cette même souche délétée pour la pompe d’efflux elle-même, montraient la 
même proportion de cellules survivantes en biofilm, soit 100 fois plus que la souche parente 
sauvage. La survie des cellules de P. aeruginosa en biofilm après exposition à l’ofloxacine était, 
dans ce travail, principalement attribuée à la présence de cellules persistantes et non à la 
résistance induite par l’expression de pompes d’efflux (221). 
 La colistine semblait pouvoir être réellement impactée par les variations d’expression 
des pompes d’efflux en biofilm. Des biofilms formés par des souches mutées pour les pompes 
d’efflux MexAB-OprM ou MexCD-OprJ étaient éliminés par la colistine tandis qu’en cas 
d’expression de MexAB-oprM ou MexCD-oprJ, des cellules survivaient au traitement par 
colistine. L’analyse par microscopie confocale montrait que ces populations survivantes se 
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trouvaient à la périphérie du biofilm (Figure 24). En revanche, les bactéries de la sous-
population inactive se trouvant plus en profondeur dans le biofilm, n’étaient pas capables 
d'induire ces pompes d’efflux et étaient donc éradiquées par la colistine (164, 244). 
 
 
 Figure 24 : Distribution des bactéries vivantes et mortes au sein d’un biofilm de P. aeruginosa 
exposé à de la colistine, pour des souches déficientes en efflux MexAB-OprM (images supérieures) et 
exprimant MexAB-OprM (images inférieures) 
Les cellules vivantes apparaissent en vert (expression de la protéine GFP) et les cellules mortes en 
rouge (marquage par du iodure de propidium) (244) 
 
 
 L’expression de pompes d’efflux semblait favoriser la tolérance de P. aeruginosa en 
biofilm vis-à-vis de la colistine, qui agit sur les membranes cellulaires, tandis que cet effet 
n’était pas retrouvé pour d’autres familles d’antibiotiques, aux mécanismes d’actions 
différents, telles que les aminosides ou les fluoroquinolones. 
 
 L’ensemble de ces résultats témoigne tout à la fois de la dynamique et de 
l’hétérogénéité des populations bactériennes en biofilm, ainsi que de la multiplicité des 
mécanismes de récalcitrance aux antibiotiques pouvant y être exprimés. 
 
 
2. Environnement physico-chimique et réponses aux stress en biofilm 
 Le biofilm est caractérisé par un environnement physico-chimique hétérogène dans les 
différentes zones du biofilm, mais constamment source de stress bactérien. Cette hétérogénéité 
au sein de la structure du biofilm induit une disparité entre les différentes populations 
bactériennes qui y coexistent, concernant l'expression des gènes, l'activité métabolique, les 
caractéristiques phénotypiques, la tolérance aux antimicrobiens (161, 219, 245, 246). 
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2.1 Limitation en oxygène 
 Plusieurs études ont mesuré les concentrations en oxygène au sein du biofilm à l’aide 
de microélectrodes. Il a été démontré que la concentration en oxygène était supérieure dans 
les couches superficielles du biofilm. Les zones riches en oxygène se situaient de la surface du 
biofilm jusqu’à quelques dizaines de µm plus en profondeur selon l’épaisseur initiale du 
biofilm (102). Dans un biofilm mature de 48 h, il a été estimé que, seulement environ un quart 
du biofilm bénéficiait d’oxygène, le restant de la biomasse, qui concernait les couches 
inférieures, étant majoritairement privé d’oxygène (219). Au niveau des zones riches en 
oxygène, les bactéries paraissaient être actives métaboliquement. Il existait par ailleurs des 
niches où des bactéries étaient moins actives, se trouvant même en phase stationnaire de 
croissance pour certaines (219, 243). Le mode d’action de la plupart des antibiotiques cible des 
processus comme la réplication, la transcription, la traduction ou la synthèse de la paroi 
cellulaire qui se déroulent lorsque les bactéries sont en phase réplicative. Le métabolisme 
ralenti de certaines sous-populations bactériennes en biofilm mais aussi les conditions 
d’anaérobiose qui se créent en biofilm rendent certains antibiotiques moins actifs. Lorsque des 
biofilms de P. aeruginosa (formés pendant 4 h) étaient exposés à de la ciprofloxacine ou 
tobramycine, une réduction bactérienne d’environ 5 log10 CFU/mL était observée. Dans le 
même modèle de biofilm mais en conditions de croissance en anaérobie, la réduction 
bactérienne était significativement réduite, de l’ordre de 2 log10 CFU/mL (219). 
 Des observations en microscopie électronique ont montré la présence de cellules 
altérées (lysées, vacuolées, allongées) uniquement à la surface de biofilms traités par 
tobramycine et ciprofloxacine (Figure 25). Ces résultats suggèrent que la teneur limitée en 
l’oxygène pourrait ainsi jouer un rôle dans la protection des bactéries en biofilm vis-à-vis de 
l’action de certains antibiotiques. 
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Figure 25 : Effet de la tobramycine et de la ciprofloxacine sur la morphologie des bactéries situées 
respectivement à la surface, au milieu et au contact avec le support d’un biofilm P. aeruginosa 
Images obtenues par microscopie électronique (102) 
 
 
 Il a été récemment proposé par Stewart et al., que la teneur réduite en oxygène pourrait 
réduire le potentiel de membrane externe et conférer une tolérance vis-à-vis de certains 
antibiotiques, tels que les aminosides, dont le transport transmembranaire, énergie-
dépendant, repose sur le potentiel de membrane (243). Une exception semble exister à 
nouveau pour la colistine vis-à-vis de laquelle P. aeruginosa semblait sensible en biofilm dans 
des conditions d’anaérobiose, voire même davantage efficace vis-à-vis des bactéries dont les 
membranes étaient altérées et la croissance ralentie (244, 247). 
 Une hypothèse suggèrerait un lien entre la concentration faible en oxygène en biofilm 
et la réponse au stress oxydatif. Le stress oxydatif participe à la mort cellulaire des bactéries 
exposées à un traitement antibiotique (248). Les radicaux libres qui sont impliqués dans la 
réponse au stress oxydatif sont dérivés de l’oxygène moléculaire. Dans les zones privées 
d’oxygène, la réponse au stress oxydatif pourrait être limitée et ainsi favoriser la tolérance des 
bactéries aux antibiotiques en biofilm. Cependant, Jensen et al. (249) ont décrit une action de 
la réponse oxydative après exposition à la ciprofloxacine en biofilm. En effet, dans des biofilms 
de P. aeruginosa de 1 et 3 jours, en présence de concentrations sub-inhibitrices et plus élevées 
de ciprofloxacine, une production de radicaux libres oxygénés était mesurée corrélée à une 
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diminution de la viabilité des bactéries. Un mutant de la catalase KatA, qui ne pouvait plus 
opérer la détoxification vis-à-vis des radicaux libres, entrainait la potentialisation de l’action 
de la ciprofloxacine, tandis que l’ajout de thiourée permettant de complexer les radicaux libres 
oxygénés, en réduisait l’efficacité. Cette étude décrivait la réponse au stress oxydatif en biofilm 
dans son ensemble. Il pourrait néanmoins exister des zones où ce mécanisme est plus ou moins 
mis en jeu, pouvant expliquer la tolérance de certaines sous-populations en biofilm, sous l’effet 
d’un traitement antibiotique. Enfin, dans un travail mené par Van Acker et al. (250), dans un 
biofilm de Burkholderia cepacia complex exposé à de la tobramycine, la production de radicaux 
libres oxygénés était observée tandis qu’environ 0,1% des cellules survivaient. L’analyse 
transcriptomique réalisée à partir d’un biofilm exposé à 4 fois la CMI de la tobramycine 
montrait que les gènes impliqués dans le cycle de Krebs et la chaîne de transport des électrons 
étaient sous-exprimés par rapport à un biofilm non traité, limitant la production excessive de 
radicaux libres oxygénés par ces voies métaboliques et permettant aux bactéries en biofilm, 
traitées par tobramycine, de s’adapter et survivre. 
 
 
2.2 Carence nutritionnelle 
 Suivant un gradient de la surface vers la profondeur du biofilm, la quantité en 
nutriments diminue, la quantité de métabolites augmente, et le pH devient acide (160). La 
carence en nutriments favoriserait la tolérance aux antibiotiques en biofilm (251). En effet, il a 
été montré que la supplémentation en nutriments (arginine ou nitrate) dans un biofilm mature, 
augmentait l’action de la tobramycine et de la ciprofloxacine, réduisant les concentrations 
bactériennes d'un facteur 10 à 100 par rapport à un biofilm exposé aux antibiotiques mais sans 
ajout de nutriments (Figure 26) (252). 
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Figure 26 : Effet de la supplémentation en arginine dans des biofilms de P. aeruginosa de 48 h formés 
sur des membranes (A) et de 72 h formés dans un système en flux continu (drip flow reactor) (B) et 
exposés ou non à de la ciprofloxacine ou tobramycine (252) 
 
 
 La carence en nutriments dans le biofilm induit la production de l’alarmone guanosine 
(penta-)tetra-phosphate ou (p)ppGpp qui est une molécule jouant le rôle de second messager 
capable de moduler l’expression de plusieurs gènes (253). Le (p)ppGpp est synthétisé à partir 
d’ATP et de GDP ou de GTP et son hydrolyse produit du pyrophosphate (PPi) et du GDP ou 
GTP. Le stress nutritionnel en biofilm entraine l’augmentation des concentrations de 
(p)ppGpp qui induit une réponse appelée « réponse stringente ». Lors d’une carence en 
nutriments, la quantité d’ARNt non chargé augmente et la synthèse de (p)ppGpp est stimulée. 
Le (p)ppGpp va alors interagir avec l’ARN polymérase, induire une surexpression des gènes 
de synthèse des acides aminés au détriment des gènes des protéines ribosomales, pour 
permettre la survie de la bactérie à ces conditions de stress. 
 Deux protéines sont impliquées dans le métabolisme du (p)ppGpp, RelA et SpoT.  
Alors que RelA, qui est une (p)ppGpp synthase, répond à une carence en acides aminés, SpoT, 
qui est une enzyme bi-fonctionnelle, pouvant à la fois être une synthase et une hydrolase vis-
à-vis du (p)ppGpp, répond à une carence en acides gras ou en carbone. Plusieurs études ont 
montré que dans un biofilm in vitro, un double mutant ∆relA∆spoT, qui est donc incapable de 
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synthétiser du (p)ppGpp et d’activer la réponse stringente, était davantage sensible à l’action 
de plusieurs antibiotiques aux mécanismes d’action différents tels que la ciprofloxacine, le 
méropénème et la colistine qu’une souche sauvage de P. aeruginosa (243, 254). 
 Stewart et al. (243), qui ont démontré une activation des réponses liées aux stress en 
biofilm après exposition à la ciprofloxacine et à la tobramycine, proposent un modèle afin 
d’expliquer la tolérance aux antibiotiques qui se met en place en biofilm. Ainsi, il est suggéré 
que les niveaux d’expression des gènes obtenus en biofilm après exposition antibiotique 
seraient le reflet de l’activité des cellules se situant au niveau de la zone supérieure du biofilm, 
en présence d’oxygène et de nutriments. En effet, dans les zones inférieures du biofilm, où les 
teneurs en oxygène et en nutriment sont réduites, il serait possible que l’ensemble des 
réactions de synthèse, y compris l’étape de transcription, soit considérablement diminuée et 
contribue peu au transcriptome du biofilm. Les cellules en périphérie du biofilm se 
prépareraient ainsi à se retrouver dans les couches les plus profondes au fur et à mesure du 
développement du biofilm où elles seront privées d’oxygène et de nutriments et à se mettre 
en état de dormance métabolique. 
 À mesure que les cellules se développent, des environnements extrêmement variables 
se créent au sein du biofilm (Figure 27). En conséquence, les activités physiologiques, 
l’expression génique, les caractéristiques phénotypiques des bactéries sont susceptibles de 
varier, aussi bien au sein de la structure du biofilm, qu’au cours du temps. 
 
 
Figure 27 : Schéma de l’hétérogénéité des teneurs en oxygène et en nutriments au sein d’un biofilm 
selon son stade de développement (160) 
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3. Adaptations phénotypiques et récalcitrance aux antibiotiques 
Des variations phénotypiques ont été spécifiquement observées en biofilm. 
 
3.1 Small Colony Variant 
 Les « Small Colony Variant » (SCV) constituent une sous-population de bactéries qui 
présentent des caractéristiques phénotypiques qui leurs sont propres et qui diffèrent de la 
souche parentale. Ils sont caractérisés par une taille de colonies réduite (de 1 à 3 mm après  
24 à 48 h d’incubation), un métabolisme et une croissance ralentis, une perte de certains 
caractères biochimiques distinctifs initialement présents chez la souche parentale, une absence 
de pigmentation pour certaines espèces bactériennes, une plus grande adhérence, une capacité 
augmentée à former du biofilm, ou encore une sensibilité diminuée vis-à-vis de certains 
antibiotiques (255). Ces SCV ont été particulièrement bien caractérisés chez S. aureus mais ont 
également été décrits pour d’autres espèces bactériennes comme P. aeruginosa. Ces SCV sont 
fréquemment isolés des prélèvements respiratoires de patients atteints de mucoviscidose (256) 
mais ont aussi été décrits dans des infections chroniques ou récurrentes en biofilm, telles que 
les infections de dispositif médical (76). Les SCV présentent un phénotype pléiotrope qui peut 
être stable ou transitoire. 
 Ces variants phénotypiques résultent de l’auxotrophie pour la ménadione et l'hémine. 
Cela entraîne un certain nombre d’altérations dont une diminution du potentiel de membrane 
et des concentrations en ATP qui altère la synthèse de la paroi des cellules favorisant 
l’émergence de colonies de petite taille (76). 
 Peu d'études ont par ailleurs directement évalué le rôle des SCV dans la persistance en 
biofilm (257, 258). Chez P. aeruginosa, dans une étude de Drenkard et Ausubel (256), des SCV 
étaient isolés de géloses additionnées de kanamycine. Les biofilms qui étaient constitués avec 
les SCV étaient plus denses que les biofilms formés avec la souche sauvage après une 
exposition à la tobramycine. Remis en culture en l’absence d’antibiotique, les SCV reprenaient 
un phénotype identique à celui de la souche sauvage suggérant que le phénotype des SCV 
était transitoire, dépendant des conditions environnementales. Une protéine régulatrice, PvrR 
(phenotype variant regulator) du système à deux composants Pvr semblait jouer un rôle dans 
la transition d’un « phénotype SCV » à un phénotype sauvage en dégradant le c-di-GMP par 
l’intermédiaire d’une phosphodiestérase (188, 259). La surexpression de pvrR réduisait le 
nombre de SCV et l’adhérence à la surface tandis que la souche mutée au niveau de pvrR était 
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associée à une augmentation du nombre de SCV isolés. L’inactivation de la protéine 
régulatrice PvrR empêcherait la conversion du « phénotype SCV » vers le phénotype sauvage. 
Il a également été montré que le gène cupA qui code pour des fimbriae serait impliqué dans 
les propriétés d’auto-agrégation des SCV. Des concentrations élevées de c-di-GMP, décrit pour 
avoir un rôle clé dans la transition vers un mode de vie en biofilm, activeraient l’expression 
du gène cupA. 
 Dans une autre étude, les SCV isolés d’un biofilm in vitro de P. aeruginosa présentaient 
une augmentation de l’expression des gènes psl et pel, décrits pour être impliqués dans 
l'adhérence de P. aeruginosa aux surfaces. En présence d’un gène psl muté, le morphotype des 
SCV n'était que partiellement affecté mais les capacités initiales d’hyper-adhérence et  
d'auto-agrégation des SCV diminuaient. Ainsi, les SCV pourraient être liées à la fois à des 
modifications environnementales et génétiques. 
 Les SCV isolés de biofilms développés in vitro présentaient globalement des 
caractéristiques phénotypiques similaires à celles des SCV retrouvés dans les prélèvements 
respiratoires des patients atteints de mucoviscidose (260). 
 
 
3.2 Souches hypermutatrices 
 Des variants phénotypiques de P. aeruginosa dont la fréquence de mutation spontanée 
était augmentée ont été décrits, définissant dans la littérature des souches dites 
hypermutatrices (261). La plupart de ces mutations affecte des régulateurs transcriptionnels, 
notamment les systèmes de réparation de l’ADN. Ces souches de P. aeruginosa sont capables 
d’accumuler des mutations pouvant être à l’origine de résistance aux antibiotiques (262).  
Elles sont majoritairement isolées de prélèvements respiratoires des patients atteints de 
mucoviscidose, concernant jusqu’à 1/3 des patients colonisés à P. aeruginosa de façon 
chronique (263, 264). Les conditions de stress rencontrées dans l’arbre respiratoire des patients 
atteints de mucoviscidose sembleraient favoriser l’émergence et la pérennisation de souches 
hypermutatrices, dont l'adaptation serait de ce fait facilitée (265). Les souches hypermutatrices 
semblent être moins fréquentes dans les autres situations cliniques associées au biofilm.  
Le mode de vie en biofilm pourrait faciliter le développement de souches hypermutatrices par 
rapport au mode de vie planctonique (266). Cette hypothèse reste controversée dans la 
littérature puisque d’autres résultats ont montré que la fréquence de mutations n’augmentait 
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pas en biofilm, suggérant que ce processus pourrait être coûteux en énergie pour les bactéries 
et donc non indispensable à leur survie en biofilm (267). 
 
 
3.1 Cellules viables non cultivables 
 Le biofilm est constitué d’une population bactérienne hétérogène comprenant des 
cellules mortes, des cellules métaboliquement actives, et des cellules dont l’activité 
métabolique est réduite. Parmi cette dernière sous-population bactérienne, certains auteurs 
distinguent les cellules viables non cultivables (VBNC pour « viable but non-culturable cells ») 
et les cellules persistantes (251). À la différence des cellules persistantes, les VBNC ne cultivent 
pas sur milieu de culture ordinaire. Par ailleurs, ces VBNC semblent partager des 
caractéristiques communes avec les cellules persistantes rendant complexe la distinction entre 
ces deux sous-populations et suggérant qu’il pourrait également exister un lien entre les VBNC 
et les cellules persistantes (268). Dans les deux cas, il s’agit d’un mode de survie, en réponse à 
un environnement hostile et défavorable, comme par exemple une situation de carence en 
nutriments. Ces variations phénotypiques semblent être le résultat de changements 
physiologiques stochastiques induits en situation de stress. Lorsque les conditions de 
croissance redeviennent plus favorables, les VBNC commenceraient à modifier leur 
physiologie et, après une période de latence, supérieure à celle requise pour permettre la 
reprise de croissance des cellules persistantes, retrouveraient leur capacité à se développer sur 
un milieu de culture (269). Des auteurs suggèrent donc que les VBNC seraient dans un état de 
dormance plus important que les cellules persistantes. Les VBNC sembleraient être une étape 
dans le continuum entre les cellules actives et réplicatives et les cellules mortes (270, 271). 
 Ces cellules sont difficiles à isoler au sein d’une population hétérogène. Le recours à la 
microscopie confocale ou à la transcriptomique afin de mesurer l’expression des gènes 
peuvent aider à l’analyse des VBNC (272). De nombreuses questions restent à l’heure actuelle 
sans réponse : les VBNC doivent-elles être considérées comme des cellules persistantes ? Quel 
est leur rôle dans l’échec des traitements en biofilm ? Sont-elles impliquées dans les infections 
humaines ? 
 Davantage de données existent concernant les cellules persistantes capables de 
survivre à des concentrations d’antibiotiques élevées et de cultiver sur des milieux de culture. 
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4. Cellules persistantes 
 Bien que les mécanismes décrits ci-dessus jouent un rôle important dans la tolérance 
aux antibiotiques en biofilm, ils n’expliquent toutefois pas complètement la survie à long terme 
des bactéries en biofilm exposées durablement à un stress antibiotique. Cela est 
particulièrement le cas pour la ciprofloxacine qui est capable de diffuser à travers la matrice 
du biofilm (102), de tuer des cellules qui ne se divisent pas mais sans pour autant parvenir à 
éradiquer complètement la population bactérienne en biofilm (273). 
 
4.1 Définition 
Décrites pour la première fois par Bigger en 1944 (274) au sein d’une population de 
Staphylococcus exposée aux pénicillines, les bactéries persistantes ou « persister cells », 
correspondent à une sous-population bactérienne capable de survivre à de très fortes 
concentrations d’antibiotiques sans avoir acquis ni développé de mécanisme de résistance. 
Dans le travail de Bigger, après 6 h de traitement par pénicilline, une faible proportion de 
bactéries survivait (0,04%). Il a ensuite démontré que cette sous-population reprenait sa 
croissance après arrêt de l'exposition à la pénicilline et qu'il ne s'agissait pas de mutants 
résistants dans la mesure notamment où ces cellules présentaient le même schéma de survie 
après une nouvelle exposition à la pénicilline. Bigger proposa un traitement « intermittent » 
au cours duquel la pénicilline est administrée puis arrêtée puis à nouveau administrée, 
supposant ainsi que les bactéries persistantes reprendront leur division après arrêt du 
traitement par pénicilline et pourront être plus facilement tuées lors de la nouvelle 
administration de pénicilline. 
Le lien entre l’échec des traitements antibiotiques en biofilm et la chronicisation et la 
récurrence des infections n’a été introduit que plus tardivement en médecine humaine par 
Costerton (5). 
A l’inverse des bactéries résistantes qui se multiplient en présence d’antibiotique, les 
bactéries persistantes se caractérisent par un haut niveau de tolérance aux antibiotiques leur 
permettant de survivre sans croître malgré des concentrations d’antibiotiques létales pour ces 
mêmes souches en culture planctonique. À l’arrêt du traitement antibiotique, les cellules 
persistantes sont capables de reprendre leur multiplication (Figure 28). 
 
Biofilm et récalcitrance aux antibiotiques 
 
61 
 
 
Figure 28 : Schéma de la survie et re-croissance de cellules résistantes et persistantes après exposition 
antibiotique (275) 
 
 
Dans la littérature, après exposition antibiotique, les cellules persistantes représentent 
moins de 1% de la population initiale. Dans une étude de Mulcahy et al. (221), dans un biofilm 
de P. aeruginosa in vitro, la majeure partie de la population bactérienne était tuée par 5 mg/L 
d'ofloxacine tandis que 0,001 à 0,0001% des cellules survivaient, même après exposition à des 
concentrations antibiotiques plus élevées (100 mg/L soit 200 fois la CMI de l’ofloxacine pour 
la souche testée). Pour trois souches cliniques de P. aeruginosa initialement sensibles à 
l’amikacine, dans un biofilm in vitro de 48 h, environ 0,0001 à 0,01% des bactéries étaient 
viables après exposition pendant 24 h à de fortes doses d’amikacine (5000 mg/L) (194). 
Après exposition antibiotique, une phase initiale de décroissance rapide des 
concentrations bactériennes puis un plateau de survie étaient observés, décrivant ainsi une 
courbe de réduction bactérienne biphasique (Figure 29). Cette cinétique de réduction 
bactérienne illustre dans un premier temps la mort cellulaire rapide d’une grande partie de la 
population bactérienne sensible à l’antibiotique puis une seconde phase d’élimination plus 
lente des cellules, et enfin la survie de cellules persistantes (40, 230, 276–278). 
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Figure 29 : Courbe de réduction bactérienne en biofilm après exposition antibiotique : survie d’une 
sous-population persistante (276) 
 
 
La survie de cellules bactériennes persistantes après exposition à des concentrations 
létales d’antibiotiques bactéricides peut être observée en conditions de biofilm mais aussi en 
phase stationnaire de cultures planctoniques, pour P. aeruginosa et d’autres espèces 
bactériennes. C’est ce qui est décrit par Michiels et al. (279), pour des souches de P. aeruginosa, 
A. baumanii, K. pneunmoniae, Enterobacter aerogenes, S. aureus et E. faecium. Des cinétiques de 
réductions bactériennes biphasiques étaient observées, en conditions de phase stationnaire,  
à la fois pour les bacilles Gram négatif exposés à de l’amikacine et les cocci Gram positif à de 
la gentamicine, que ce soit en fonction du temps (24 h de traitement antibiotique) ou de 
concentrations antibiotiques croissantes (Figure 30). 
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Figure 30 : Courbes de réductions bactériennes en condition de phase stationnaire en fonction de 
concentrations d’antibiotiques croissantes (1) et de la durée d’exposition aux antibiotiques (2) 
Les bacilles Gram négatif sont exposés à l’amikacine (A), les cocci Gram positif à la gentamicine (B) 
(279) 
 
Par ailleurs, les expositions antibiotiques successives généraient une proportion 
croissante de cellules persistantes, pouvant même devenir tolérantes à des familles 
d’antibiotiques supplémentaires, en conditions de phase stationnaire et de biofilm (Figure 31) 
(279, 280). 
 
 
Figure 31 : Proportion de cellules persistantes après des expositions antibiotiques successives 
(A) Après plusieurs cycles d’exposition à l’amikacine  (279) 
(B) Après exposition préalable aux cinq antibiotiques identifiés sur l’axe des abscisses (barres en gris 
clair) puis à la ciprofloxacine (barres en gris foncé) (280) 
1. 2.
A B
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Les bactéries persistantes sont des variants phénotypiques transitoires, réversibles et 
non héréditaires. Dans le cas de la tolérance phénotypique, un environnement peu favorable 
à l'action des antibiotiques réduit leur efficacité et permet la survie des bactéries malgré une 
CMI de l’antibiotique inchangée. Après interruption de l’exposition antibiotique, la reprise de 
la croissance bactérienne dans un milieu de culture sans antibiotique est rapide. 
Les cellules persistantes sont dites isogéniques et leur apparition serait liée à un 
« switch phénotypique » plutôt qu’à des modifications génétiques. À l’aide de systèmes de 
microfluidiques, il a été démontré que des sous-populations d’E. coli, dont la croissance était 
ralentie, étaient présentes en culture avant le début de l’exposition antibiotique. Cette même 
étude avait conduit à la définition de différents types de cellules persistantes : les « persisters » 
de type I générés pendant la phase stationnaire et caractérisés par une phase de latence 
prolongée avant la reprise de la croissance après transfert dans un milieu de culture riche ; et 
les « persisters » de type II continuellement produits de façon indépendante de la phase de 
croissance (277). D’après Brauner et al. (230), il serait possible de différencier une persistance 
« temps-dépendante » et une persistance « concentration-dépendante ».  
Dans la littérature, la persistance est généralement présentée comme un processus 
global associé à une croissance et un métabolisme ralentis (251). L’ensemble de ces concepts 
met en exergue la complexité de la tolérance en biofilm et de l’étude des cellules persistantes. 
L'hétérogénéité des populations bactériennes en biofilm joue un rôle important dans 
l'adaptation aux stress environnementaux et dans la persistance des infections bactériennes. 
 
 
4.2 Mécanismes à l’origine de la persistance bactérienne 
(a) La réponse stringente 
 Comme il a été décrit précédemment, la réponse stringente, qui est activée en situation 
de carence en nutriments en biofilm, favorise la survie bactérienne. Chez P. aeruginosa, il a été 
montré qu’une augmentation de la synthèse du (p)ppGpp en lien avec l’activation de la 
réponse stringente favorisait la survie des cellules après exposition à la ciprofloxacine (281). 
Dans le travail de Nguyen et al., lorsque des souris étaient infectées avec une souche sauvage 
de P. aeruginosa et le double mutant ∆relA∆spoT, seules 20% des souris survivaient au bout de 
2 jours dans les deux cas. Lorsque les souris infectées par les deux mêmes souches étaient 
traitées par de l’ofloxacine, 30% des souris infectées par la souche sauvage versus 70% des 
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souris infectées par le double mutant ∆relA∆spoT survivaient (Figure 32). Ces résultats in vivo 
confirment un lien direct entre l’activation de la réponse stringente et la tolérance aux 
fluoroquinolones en biofilm (254). 
 
 
 
Figure 32 : Effet d’un traitement par ofloxacine sur la survie de souris infectées par une souche 
sauvage de P. aeruginosa et par une souche double mutant ∆relA∆spoT (254) 
 
 
 Le mécanisme d’action évoqué serait, sous l’effet de concentrations élevées de 
(p)ppGpp, une inhibition de l’activité de l’ARN polymérase, du surenroulement de l’ADN et 
donc de l’activité de l’ADN gyrase compromettant l’efficacité des fluoroquinolones.  
Ce mécanisme d’action affecterait alors spécifiquement des fluroquinolones, comme 
semblaient le confirmer d’autres travaux ne mettant pas en évidence d’augmentation de la 
réduction bactérienne en biofilm pour une souche doublement mutée ∆relA∆spoT après 
exposition à la tobramycine (243). L’augmentation des concentrations de (p)ppGpp pourrait 
également avoir une action sur les systèmes toxine-antitoxine (TA) de type II et favoriser la 
persistance aux antibiotiques. 
 
(b) Les systèmes toxine-antitoxine 
L'activité des toxines appartenant aux systèmes TA de type II est neutralisée par la 
formation de complexes étroits avec leurs antitoxines correspondantes. En conditions de 
stress, l’antitoxine est dégradée, libérant ainsi la toxine active qui peut alors cibler des 
processus cellulaires vitaux.  
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Le système TA HipAB a été identifié chez E. coli (282). Deux mutations dans le gène 
hipA du système TA de type II HipAB ont été mises en évidence conduisant à la formation 
d’un plus grand nombre de cellules persistantes après exposition antibiotique. Les mutants 
hipA7 généraient 20 fois plus de cellules persistantes que leurs cellules isogéniques non 
mutées, en phase stationnaire de croissance où la densité cellulaire était supérieure (283, 284). 
Korch et al. (283) ont proposé qu’en présence du mutant hipA7, il y avait une 
augmentation de la synthèse de (p)ppGpp et que des mutations dans les gènes relA et spoT des 
mutants hipA7 réduisaient l’apparition de cellules persistantes démontrant ainsi le possible 
lien entre la réponse stringente qui stimule la synthèse de (p)ppGpp et les systèmes TA pour 
la formation de cellules persistantes (283). 
Il avait été proposé, chez E. coli, par Maisonneuve et al., que la protéase Lon, dont 
l'activité est induite par l’activation de la réponse stringente et l’augmentation de la 
concentration de (p)ppGpp, joue un rôle dans la persistance en inactivant l’antitoxine HipB et 
favorisant ainsi l’activité de la toxine HipA (Figure 33) (285). Une délétion dans le gène codant 
pour la protéase Lon entraînait une diminution des cellules persistantes après exposition à 
différents antibiotiques bactéricides. À l’inverse, une surexpression de la protéase Lon 
augmentait significativement la fraction de cellules persistantes survivantes (286). 
 
 
Figure 33 : Formation de cellules persistantes en lien avec l’augmentation de la concentration de 
(p)ppGpp, l’activation de la protéase Lon, puis de la toxine HipA pour aboutir à l’inhibition de la 
traduction (287) 
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 Cependant, des études plus récentes ont montré que les souches délétées pour les 
systèmes TA qui ont été utilisées dans le travail précédent, étaient en réalité infectées par le 
bactériophage φ80, contaminant de laboratoire. Les expériences réalisées avec des souches non 
infectées par ce phage ne confirmaient plus le rôle des systèmes TA dans la persistance  
d’E. coli. L’importance de la protéase Lon dans la persistance bactérienne n’était, elle,  
en revanche, pas remise en cause (288). Ces travaux montrent à quel point l’étude des systèmes 
TA est complexe et que leur rôle dans la persistance bactérienne est controversé et encore non 
élucidé. 
 D’autres toxines de type II dégradent sélectivement les ARNm associés aux ribosomes 
afin de réguler la traduction et la croissance bactérienne et de faciliter la survie en conditions 
de stress. Dans une étude récente menée chez P. aeruginosa, il a été montré que la protéase Lon 
contribuerait à la dégradation de l’antitoxine HigA au profit de l’augmentation du ratio 
HigB/HigA. La surexpression de higB chez P. aeruginosa PA14 augmentait la proportion de 
cellules bactériennes survivantes d'environ 1000 fois après exposition à des concentrations 
sub-inhibitrices de ciprofloxacine. HigB pourrait également modifier l’expression des gènes 
régulant le SST3, notamment exsA et exsC, deux régulateurs positifs du SST3, pcrV, codant 
pour la translocation des protéines effectrices, et exoU, qui code pour une protéine effectrice. 
L’exposition pendant 30 min, de cellules de P. aeruginosa mutées pour higA et surexprimant 
higB, à des concentrations sub-inhibitrices de ciprofloxacine, entrainait une augmentation de 
la cytotoxicité vis-à-vis des macrophages par l'intermédiaire d'une surexpression de pcrV. 
Après 6 h de traitement par ciprofloxacine, la cytotoxicité vis-à-vis des macrophages 
diminuait, faisant suspecter un rôle moins important du SST3 lorsque l’exposition à la 
ciprofloxacine était prolongée (289). 
 Les systèmes TA ont principalement été décrits chez E. coli en culture planctonique et 
n’ont, à notre connaissance, pas été étudiés dans la persistance bactérienne en biofilm de  
P. aeruginosa, sous pression antibiotique. 
 
(c) La réponse SOS 
La réponse SOS, régulée par deux acteurs principaux, le répresseur LexA et l’activateur 
RecA, regroupe l’ensemble des mécanismes moléculaires intervenant en réponse aux 
altérations de l’ADN. La réponse SOS pourrait jouer un rôle dans la persistance bactérienne 
(290). Un système TA TisAB/IstR identifié chez E. coli semble être induit par le système SOS 
en réponse aux altérations de l’ADN induites par de faibles concentrations de ciprofloxacine 
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en conditions planctoniques. La toxine TisB perturberait la force proton motrice qui induirait 
une diminution de l’ATP, un arrêt des processus cellulaires et donc la génération de cellules 
persistantes (291). Bernier et al. (292) ont démontré que la tolérance d’E. coli à des 
concentrations létales d'ofloxacine dépendait de la réponse SOS, spécifiquement en biofilm et 
en situations de carence en acides aminés et en sources de carbone, tandis que les systèmes TA 
« réponse SOS-dépendant » n’étaient pas induits dans ces conditions. Cette tolérance 
augmentait avec l'âge du biofilm, toujours en corrélation avec l’activation de la réponse SOS. 
 
La réponse stringente et la réponse SOS semblent ainsi être les deux principales voies 
mises en jeu lors de la survie des bactéries après exposition antibiotique en l’absence 
d’acquisition de mécanisme de résistance. 
 L’ensemble de ces processus moléculaires pourrait aboutir à un ralentissement 
cellulaire. Les cellules survivantes aux antibiotiques pourraient entrer dans un état de 
dormance, secondairement à l’activation de différentes voies de régulation, afin d’échapper 
aux antibiotiques, et notamment ceux qui ciblent les cellules en état de division. Lors du retrait 
de l'antibiotique, les cellules persistantes quitteraient leur état de tolérance pour donner à 
nouveau naissance à une population bactérienne identique à la population d'origine (Figure 
34) (251). 
 
 
 
Figure 34 : Évolution de la population bactérienne après exposition antibiotique (251) 
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IV. Conclusions des recherches bibliographiques 
 Quoique relativement rares, les infections de dispositifs médicaux implantables 
sont de mauvais pronostic, la formation d’un biofilm bactérien ne permettant pas la guérison 
par le seul traitement antibiotique et imposant le plus souvent le retrait du matériel. Parmi les 
pathogènes à l’origine de telles infections en biofilm, P. aeruginosa est fréquemment impliqué 
et représente un pathogène d’intérêt particulier pour comprendre les mécanismes de 
l’échappement aux antibiotiques en biofilm. 
Le traitement des infections à P. aeruginosa est complexe, en raison de résistances 
intrinsèques et acquises limitant les possibilités antibiotiques et du fait d’une capacité 
d’adaptation rapide. Il n’existe à l’heure actuelle pas de recommandation diagnostique ni 
thérapeutique spécifique pour le traitement des infections en biofilm à P. aeruginosa, et le 
recours à la bithérapie plutôt qu’à la monothérapie est débattu. 
 L’échec des traitements des infections en biofilm à P. aeruginosa semble dépendre de 
nombreux facteurs. Même si la diffusion ralentie de certains antibiotiques en biofilm, les 
carences en oxygène et nutritionnelles, l’expression de mécanismes d’efflux participent à ce 
phénomène, la sélection de cellules persistantes en présence d’antibiotiques semble être le 
mécanisme prépondérant à l’origine de ces échecs. 
 Bien que des progrès aient été faits pour caractériser les cellules persistantes, leur faible 
abondance dans les populations bactériennes et la réversibilité de leur phénotype, après leur 
réintroduction dans un milieu de culture favorable à la reprise de la croissance bactérienne, 
rendent leur analyse difficile. L’apparition de cellules persistantes en biofilm, en présence 
d’antibiotique, est multifactorielle, complexe et liée à différents systèmes de régulation.  
La réponse SOS et la réponse stringente semblent être les deux voies métaboliques 
majoritairement mises en jeu dans la persistance, notamment via un « ralentissement » de 
l’activité métabolique. 
 Bien que certains mécanismes moléculaires aient été identifiés comme potentiellement 
impliqués dans l’émergence de cellules persistantes en biofilm après exposition antibiotique, 
peu d’études se sont intéressées à l’impact global, en biofilm, de concentrations létales 
d’antibiotiques sur la survie bactérienne, pour ce qui est à la fois des caractéristiques 
phénotypiques, de l’activité métaboliques et de l’expression génique des cellules survivantes. 
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Objectifs de la recherche 
Dans le but d’améliorer la compréhension de l’échec des traitements en biofilm et 
d’envisager des alternatives thérapeutiques plus efficaces, l’objectif de nos travaux a été 
d’évaluer des stratégies thérapeutiques, in vitro, en biofilm, vis-à-vis de P. aeruginosa et 
d’explorer les mécanismes de l’échec microbiologique de ces traitements. 
Dans un premier temps, nous avons évalué l’impact de la ciprofloxacine et de 
l’amikacine, seules, en association ou en traitement séquentiel sur un biofilm de P. aeruginosa. 
Nous avons comparé, en condition planctonique et en biofilm, l’activité de ces traitements vis-
à-vis de souches sauvages et de sensibilité diminuée par surexpression d’un efflux. Ce travail 
nous a permis de caractériser les cellules survivantes et de déterminer si l’échappement au 
traitement était en lien avec des mécanismes de résistance ou de persistance en biofilm. 
Dans un second temps, nous avons exploré l’adaptation de P. aeruginosa en biofilm 
après exposition à la ciprofloxacine en : 
- analysant la structure et la composition du biofilm, l’activité cellulaire en biofilm ainsi 
que l’expression de gènes potentiellement impliqués dans la persistance en biofilm 
- discutant le rôle de la diversité phénotypique en biofilm dans l’échappement aux 
antibiotiques. 
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TRAVAIL PERSONNEL 
I. Intérêt d’une bithérapie de ciprofloxacine et amikacine vis-à-vis d’un biofilm 
de Pseudomonas aeruginosa 
1. Contexte 
Le recours à des bithérapies, couramment utilisées en pratique clinique pour le 
traitement des infections à P. aeruginosa, est préconisé dans les recommandations espagnoles 
publiées en 2018, particulièrement pour prévenir la sélection de mutants résistants (85).  
Cette indication repose notamment sur des résultats d’études in vitro qui ont montré une 
activité bactéricide de l’association d’une b-lactamine ou d’une fluoroquinolone à un 
aminoside (293). Pour autant, la question de la bithérapie dans la prise en charge des infections 
à P. aeruginosa fait toujours débat comme en témoignent plusieurs méta-analyses qui n'ont pas 
mis en évidence de bénéfice des bithérapies sur le taux de mortalité (86–90). Au cours 
d’infections à P. aeruginosa en biofilm, l’intérêt des bithérapies n’a été que très peu étudié (164, 
216, 218). 
Se pose dès lors, pour une infection en biofilm, la question de la bithérapie 
potentiellement la plus pertinente, et utilisable en pratique clinique. Comme présenté 
précédemment dans ce mémoire, parmi les molécules actives vis-à-vis de P. aeruginosa, les  
b-lactamines sont peu efficaces en biofilm (204). La colistine, même si elle a montré une activité 
intéressante en biofilm (164) et que l’optimisation des modalités d’administrations en a réduit 
sa toxicité, reste néphrotoxique et un traitement de dernier recours. La ciprofloxacine a de 
nombreux atouts : disponible per os, diffusant au sein du biofilm, active sur des cellules en 
phase stationnaire (273), associée à un pronostic plus favorable lorsqu’elle est utilisée pour le 
traitement d’infections en biofilm à bacilles Gram négatif (294), qui en font l’une des molécules 
de choix de la bithérapie. Parmi les aminosides, la tobramycine a été largement étudiée en 
biofilm et est utilisée à de fortes posologies dans les infections à P. aeruginosa chez les patients 
atteints de mucoviscidose (96, 218) tandis que l’amikacine, vis-à-vis de laquelle le pourcentage 
de résistance de P. aeruginosa est un peu moins élevé que pour la tobramycine (98), a été moins 
analysée en biofilm ; l’association de la ciprofloxacine à l’amikacine, pourrait dès lors être une 
alternative intéressante pour le traitement d’infections en biofilm à P. aeruginosa notamment 
sur matériel mais n’a jusqu’alors pas été évaluée en biofilm. 
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En biofilm, les échecs des traitements antibiotiques sont multifactoriels (163, 276).  
Les mécanismes de résistance peuvent émerger pour des souches hypermutatrices (223), mais 
le phénomène de persistance semble être prépondérant. L’association de ciprofloxacine et 
d’amikacine pourrait dès lors prévenir l’émergence de mutants résistants qui a été décrite avec 
une monothérapie de ciprofloxacine (210, 223), y compris pour le traitement des rares souches 
hypermutatrices isolées principalement chez des patients atteints de mucoviscidose (263). 
L’intérêt de la bithérapie reste également à évaluer pour le traitement de souches exprimant 
des mécanismes d’efflux. En effet, l’impact et le niveau d’expression en biofilm de ce 
mécanisme de résistance, généralement à l’origine de résistances de bas niveau aux 
antibiotiques en culture planctonique, restent assez méconnus en biofilm. 
L’objectif de ce travail a ainsi été de comparer en condition planctonique et en biofilm 
l’activité de monothérapies de ciprofloxacine et amikacine, à celle d’une association de 
ciprofloxacine et amikacine, simultanée ou séquentielle, vis-à-vis de souches de P. aeruginosa 
sensibles et de sensibilité diminuée par surexpression de pompes d’efflux. 
Les souches ont été obtenues à partir d’une collection de souches de P. aeruginosa isolées 
de prélèvements urinaires, constituée entre juin 2016 et août 2018 au CHU de Rouen.  
Une sélection a été effectuée selon leur profil de sensibilité, déterminé par la méthode de 
diffusion en milieu gélosé, vis-à-vis des b-lactamines, fluoroquinolones et aminosides.  
Des souches étaient sélectionnées lorsque le phénotype de résistance était évocateur d’une 
surexpression d’efflux de type MexAB-OprM, MexXY-OprM et MexCD-OprJ. Puis, les profils 
de sensibilité ont été vérifiés par détermination des CMI, par méthode Etest, de l’association 
ticarcilline/acide clavulanique, de la ciprofloxacine, de la lévofloxacine et de l’amikacine, par 
mesure de l’expression des pompes d’efflux MexAB-OprM, MexXY-OprM et MexCD-OprJ et 
par recherche de mutations des gènes cibles du QRDR. Les souches qui étaient associées à un 
tableau clinique d’infection urinaire ont été privilégiées. Pour compléter cette sélection, la 
recherche de souches hypermutatrices a été menée en vain, sur 14 souches de phénotype 
sauvage. 
Des cultures planctoniques et des biofilms in vitro de 48 h de P. aeruginosa ont été 
exposés à des concentrations de ciprofloxacine et d’amikacine de 4 mg/L et 40 mg/L 
respectivement. Ces concentrations d’antibiotiques correspondaient aux Cmax sériques 
mesurées au pic pour une administration par voie intraveineuse de ciprofloxacine et 
d’amikacine (121) et permettant d’atteindre les objectifs PK/PD pour les souches sensibles à 
la ciprofloxacine et à l’amikacine dans notre travail. 
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Les concentrations bactériennes en conditions planctoniques et en biofilm ont été 
déterminées au cours de l’exposition antibiotique. La recherche de mutants résistants a été 
effectuée sur gélose additionnée d’antibiotique (4 fois la CMI de la ciprofloxacine ou amikacine 
pour la souche testée). Cette stratégie de screening, qui ne permettait d’identifier que les isolats 
ayant acquis un haut niveau de résistance, n’était pas adaptée pour l’identification de faibles 
variations de sensibilité aux antibiotiques. Or, de telles variations sont possibles, en lien 
notamment avec des modifications des niveaux d’expression des pompes d’efflux.  
Une technique dite de « CMI de population » a donc été utilisée pour identifier de faibles 
variations de CMI de la ciprofloxacine et de l’amikacine. Les mutants résistants ont été 
caractérisés en déterminant leur profil de sensibilité aux antibiotiques, par la recherche de 
mutations des gènes cibles du QRDR et par la mesure de l’expression des gènes des pompes 
d’efflux étudiées. Enfin, la ciprofloxacine étant notamment dégradée par la lumière, et non 
renouvelée pendant la durée de notre expérience en biofilm, les concentrations de 
ciprofloxacine et amikacine ont été mesurées en fin d’exposition, afin de garantir que les deux 
antibiotiques n’étaient pas dégradés au cours du temps dans notre modèle de biofilm in vitro.
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Background: Eradicating bacterial biofilm without mechanical dispersion remains a challenge. Combination
therapy has been suggested as a suitable strategy to eradicate biofilm.
Objectives: To evaluate the efficacy of a ciprofloxacin/amikacin combination in amodel of in vitro Pseudomonas
aeruginosa biofilm.
Methods: The antibacterial activity of ciprofloxacin and amikacin (alone, in combination and successively) was
evaluated by planktonic and biofilm time–kill assays against five P. aeruginosa strains: PAO1, a WT clinical strain
and three clinical strains overexpressing the efflux pumps MexAB-OprM (AB), MexXY-OprM (XY) and MexCD-OprJ
(CD), respectively. Amikacin MIC was 16mg/L for XY and ciprofloxacin MIC was 0.5mg/L for CD. The other strains
were fully susceptible to ciprofloxacin and amikacin. The numbers of total and resistant cells were determined.
Results: In planktonic cultures, regrowth of high-level resistantmutants was observed when CDwas exposed to
ciprofloxacin alone and XY to amikacin alone. Eradication was obtained with ciprofloxacin or amikacin in the
other strains, or with the combination in XY and CD strains. In biofilm, bactericidal reduction after 8 h followed by
a mean 4 log10 cfu/mL plateau in all strains and for all regimens was noticed. No regrowth of resistant mutants
was observed whatever the antibiotic regimen. The bacterial reduction obtained with a second antibiotic used
simultaneously or consecutively was not significant.
Conclusions: The ciprofloxacin/amikacin combination prevented the emergence of resistant mutants in low-
level resistant strains in planktonic cultures. Biofilm persister cells were not eradicated, either with monotherapy
or with the combination.
Introduction
Routine methods have demonstrated in vitro that antibiotic
combinations, such as a b-lactam or fluoroquinolone with an ami-
noglycoside, were synergic and prevented emergence of resistant
mutants of Pseudomonas aeruginosa.1 However, to date, clinical
studies have still not demonstrated a significant improvement in
the prognosis of P. aeruginosa infections treated with antibiotic
combinations.2,3 Part of the explanation might be that in vitro
methods usually study planktonic, exponentially growing, low-
concentration bacterial cultures, whereas most difficult-to-treat
infections such as device-related infections are biofilm-embedded,
composed of high bacterial densities with reduced metabolic
activity.4,5 In such biofilm infections, the causative agents might
be drug-susceptible yet impossible to eradicate, and a subset of
highly tolerant biofilm bacteria frequently survives the treatment
andmay cause infection recurrence.6–9
Moreover, low-level resistant strains,mainly related to the over-
expression of energy-dependent efflux systems,10 have long been
considered as having no significant impact on biofilm tolerance.11
However,more recently, it was suggested that efflux pumpsmight
contribute to antibiotic tolerance in biofilms.12–14 Combination
therapies are still considered to be a promising approach to
enhance killing of biofilm-embedded cells andminimize the emer-
gence of resistance,14,15 even though little is known concerning
the activity of such combinations in the treatment of biofilm infec-
tions. Among antibiotic combinations active against P. aeruginosa,
VC The Author(s) 2019. Published by Oxford University Press on behalf of the British Society for Antimicrobial Chemotherapy. All rights reserved.
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the combination of ciprofloxacin and amikacin seems to be of
particular interest in the treatment of device-related medical
infections: ciprofloxacin has excellent bioavailability and diffuses
into the deepest layers of the biofilm;16,17 amikacin is the least
nephrotoxic and most commonly active aminoglycoside against
P. aeruginosa,18 and is recommended to treat P. aeruginosa in the
most recent guidelines on P. aeruginosa acute infections.2
Therefore, we aimed to compare in vitro the efficacy of cipro-
floxacin and amikacin, used separately and in combination,
against planktonic and biofilm cultures of fully susceptible and
low-level resistant P. aeruginosa strains.
Materials and methods
Bacterial strains
Five P. aeruginosa strains were used. The reference strain PAO1 and four
clinical strains were selected according to their resistance profiles to b-lac-
tams, fluoroquinolones and aminoglycosides, suggesting a wild phenotype
or the overproduction of efflux systems MexAB-OprM, MexCD-OprJ and
MexXY-OprM, respectively. Accordingly, theywere named PAO1,WT, AB, CD
and XY. PAO1 and WT were both non-overproducers of efflux pumps.
As PAO1 is a strain isolated in the 1950s,19 another clinical strain (WT) that
does not overproduce any efflux pump was selected, following the same
selection criteria as the other strains in our study.
Antibiotic susceptibility testing
The MICs of ticarcillin/clavulanate, ciprofloxacin, levofloxacin and amikacin
were determined by Etest (bioMe´rieux, Marcy-l’E´toile, France), following
the manufacturer’s recommendations. Ciprofloxacin (Sigma–Aldrich)
and amikacin (Sigma–Aldrich) MICs were confirmed by the brothmicrodilu-
tion method, in triplicate, using the EUCAST recommendations.20,21
P. aeruginosa ATCC 27853 was used as reference strain. Susceptibility cate-
gorieswere assessed according to EUCAST 2018 breakpoints.21
Mutation frequency measurement
The frequency of spontaneous mutation to rifampicin (Sigma–Aldrich) was
estimated in triplicate as previously described.22 Briefly, cultures grown
overnightwere collected and serial dilutionswere plated onMueller–Hinton
2 (MH2) without and with rifampicin (300mg/L). A strain was considered
as a mutator when the mutation frequency was at least 20-fold higher
than that observed for PAO1.
Quantification of efflux gene expression by real-time
RT–PCR
The expression of the genes encoding the efflux pumps [MexAB-OprM
(mexB), MexCD-OprJ (mexC) and MexXY-OprM (mexY)] was determined by
real-time RT–PCR from at least two independent biological replicates
according to a protocol adapted from Llanes et al.23 Previously described
primers (Table S1, available as Supplementary data at JACOnline) and con-
ditions were chosen.24,25 Overexpression of efflux pumps was considered
for isolates showing expression values 3-fold (mexB) and 10-fold (mexY
andmexC) higher than those of PAO1.26
QRDR sequencing
Mutations in the QRDRs of gyrA, gyrB, parC and parE were detected as
previously described.27,28
Planktonic time–kill assay
Overnight cultures in Mueller–Hinton broth (MHB) were diluted to an OD600
of 0.01 in 100mL of MHB (!1%107 cfu/mL) and incubated for 2h at 37"C
without antibiotics. Ciprofloxacin (4mg/L), amikacin (40mg/L) or the com-
bination of these two antibiotics was then added. Antibiotic concentrations
were chosen in order to achieve the pharmacokinetic/pharmacodynamic
(PK/PD) objectives associated with clinical efficacy: AUC0–24/MIC #125 for
ciprofloxacin and Cmax/MIC #10 for amikacin.29 The cultures were then
incubated at 37"C, with shaking at 150 rpm, and sampled to estimate cfu/
mL at 1, 4, 8 and 24h of ciprofloxacin exposure and at 30min, 1, 2, 4, 8 and
24h of amikacin and combination exposures. Controls without antibiotic
were conducted simultaneously. Serial dilutions were spread onto MH2
plates without antibiotic andwith ciprofloxacin or amikacin to detect 4-fold
MIC resistant mutants. Time–kill assays were performed in triplicate. The
resistant mutants were characterized regarding antibiotic susceptibility,
QRDR sequencing and the expression of genes encoding for the efflux
pumps, whichwere determinedas described above.
Biofilm time–kill assay
Overnight cultures in MHB were diluted to an OD600 of 0.01 in MHB. Three
millilitres of this bacterial suspensionwas inoculated in6-well culture plates
and incubated under static conditions at 37"C for 1h to allow bacterial ad-
herence.30 MHB medium was then removed and replaced by 3mL of fresh
MHBmedium. After 48h of incubation, biofilmswere rinsed twicewith 1mL
of 0.9% NaCl and challenged for 72h with 4mg/L ciprofloxacin, 40mg/L
amikacin or with the combination of ciprofloxacin and amikacin. Viable cell
numbers were measured before antibiotic challenge and after 1, 4, 8, 24,
48 and 72h of antibiotic exposure. Viable cell numbers were determined by
washing the biofilms twice with 1mL of 0.9% NaCl, dislodging adherent
cells by vortexing and gentle sonication (8min). Suspensions and serial 1/
10 dilutions were plated on MH2 without antibiotic to determine the num-
ber of viable cells, and onMH2 supplemented with 4-foldMIC of ciprofloxa-
cin or amikacin to determine the number of resistant mutants. The
detection limit was 10 cfu/mL. Control experiments without antibiotic chal-
lenge were conducted simultaneously. All studies were performed in tripli-
cate. The resistant mutants were characterized regarding antibiotic
susceptibility, QRDR sequencing and the expression of genes encoding the
effluxpumps, whichwere determinedas described above.
Sequential antibiotic exposure
To explore whether a second antibiotic exposure could overcome the per-
sistence mechanisms induced by a first antibiotic exposure, biofilms were
exposed successively to ciprofloxacin and amikacin. The biofilm was
exposed to a first antibiotic for 24h (ciprofloxacin or amikacin) as described
previously in the biofilm time–kill assay. The biofilm was washed once to
remove the first antibiotic and then exposed to the other antibiotic for 24h.
The density of viable cells was determined successively after the first
antibiotic exposure andafter the secondantibiotic exposure. Control experi-
ments without antibiotic were conducted simultaneously. The assays were
performed in triplicate.
Determination of group MICs
In order to detect low-level increases inMICs related to variations in the ex-
pression of efflux pumps, group MICs were determined for the overall cul-
turable biofilm bacterial subpopulation surviving after antibiotic exposure,
as previously described.31 Briefly, the ciprofloxacin and amikacin group
MICs were determined by recovering surviving cells from biofilms on MH2
plates before antibiotic challenge and after 1h and 72h of exposure.
Several colonies were inoculated into sterile saline and adjusted to a
turbidity equivalent to that of a 0.5McFarland standard. Five suspensions at
a turbidity equivalent to that of a 0.5McFarland standard, per strain and per
timepoint, were used then mixed and plated on MH2 agar onto which an
Etest strip was placed. The group MIC was obtained the next day using the
Etest criteria, with special attention to resistant mutant subpopulations
within the inhibition zones.
Soares et al.
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Measurement of ciprofloxacin and amikacin
concentrations
Antibiotic stability in the medium was assessed: 1mL samples of biofilm
cultures of each strain were collected in triplicate at the end of the cipro-
floxacin and amikacin treatments and immediately stored at #80"C until
analysis. Ciprofloxacin measurement was performed by HPLC-MS/MS as
described previously32 and amikacinmeasurement by kinetic interaction of
microparticles in solution using the Online TDM Amikacin assay on cobas
c502, according to themanufacturer’s recommendations.
Statistical analysis
Continuous variables were compared using the non-parametric Wilcoxon
signed-rank test or the analysis of variance (ANOVA). A P value of less than
0.05was considered statistically significant.
Results
Characteristics of the strains used
Themain characteristics of the five strains are described in Table1.
PAO1,WT, AB and CDwere susceptible to ciprofloxacin and amika-
cin. The XY strain was intermediately susceptible to amikacin with
an MIC of 16mg/L. None of the five strains had a quinolone
resistance-associated mutation in the QRDR. None of the strains
was hypermutable. AB, CD and XY significantly overexpressed the
efflux systems MexAB-OprM, MexCD-OprJ and MexXY-OprM,
respectively.
Planktonic time–kill assays
The activity of ciprofloxacin and amikacin (Figure1) on
!8 log10 cfu/mL planktonic cells was evaluated. Ciprofloxacin and
amikacin resulted in a bactericidal reduction of #3 log10 cfu/mL
after 4h in all strains. Bacterial killing rates were significantly
slower after 1h of antibiotic exposure (P<0.05) in CD after cipro-
floxacin exposure, and in XY after amikacin exposure. Ciprofloxacin
eradicated planktonic viable cells in PAO1, WT, AB and XY, but re-
growth was observed in the CD strain after 8h. The isolates recov-
eredwere high-level ciprofloxacin-resistantmutants (MIC >32mg/
L) (Table S2), related to mutations in the QRDR of GyrA (Thr-
83fiIle) and ParC (Ser-80fiLeu). In addition, an !4-fold increase
in the expression of the MexCD-OprJ efflux pump was noticed as
compared with that of the parent CD strain. Amikacin eradicated
planktonic viable cells in PAO1, WT, AB and CD, but re-growth was
observed in the XY strain after 8h. The isolates recovered were
amikacin high-level resistantmutants (MIC >256mg/L) (Table S2).
This increase in the amikacinMICwas not associatedwith a signifi-
cant increase in the level of expression of MexXY-OprM. A 2h ex-
posure to the combination of ciprofloxacin and amikacin
eradicated planktonic viable cells in CD and XY with no regrowth
andno resistantmutant selection (Figure1).
Biofilm time–kill assays
The efficacy of ciprofloxacin, amikacin and the ciprofloxacin/ami-
kacin combination was evaluated in a biofilm time–kill assay
(Figure2). Starting from an!8 log10 cfu/mLmean biofilm bacterial
load, ciprofloxacin and amikacin, alone as well as combined,
resulted in a bactericidal reduction of#3 log10 cfu/mL in all strains
after 8h of antibiotic exposure (Table 2). Bacterial killing rates after
8h of antibiotic exposure were similar in all strains and for all regi-
mens (P>0.05), except for a slightly lower killing rate in WT as
comparedwith other strains after amikacin exposure. After the ini-
tial decrease in the bacterial load, a mean (range) 4.00 (3.62–
4.17) log10 cfu/mL plateau was observed in all strains and for all
regimens from 8 to 72h of antibiotic exposure. No significant dif-
ference in the bacterial counts at 72h was noticed between the
isolates and the regimens (P>0.05).
The group MICs for the surviving cells were unchanged after
72h of antibiotic exposure ($2-fold increase). As presented in
Figure3, erratically at different timepoints during antibiotic expos-
ure, 4-fold MIC ciprofloxacin- or amikacin-resistant mutants were
isolated from detached biofilm. Ciprofloxacin selected mutants
only in CD and after 72h of exposure, whereas the ciprofloxacin/
amikacin combination selected ciprofloxacin-resistant mutants in
four of the five strains and at several timepoints. The ciprofloxacin/
amikacin combination did not result in a reduction in the occur-
rence of ciprofloxacin-resistant mutant isolates. Whenever cipro-
floxacin-resistant mutants were isolated, their ciprofloxacin MICs
ranged from 0.5 to 2mg/L. Nomutation in the QRDRwas detected
but as compared with the parent strain an !3- to 8-fold overex-
pression of theMexCD-OprJ efflux pumpwasmeasured (Table S3).
Whenever amikacin-resistant mutants were isolated (only after
amikacin exposure), their amikacin MICs ranged from 2 to
>256mg/L. As compared with the parent strain, no significant in-
creasewas noticed in the level of expression of MexXY-OprM (Table
S3). Any time such resistant mutants were detected, they
accounted for a small subset of the surviving population, were not
always found at the following timepoints and were never respon-
sible for any bacterial regrowth after 72h.
Table 1. Main characteristics of the strains used
MIC (mg/L)
Mutation frequency
Mean relative gene expression
TIM (S$16, R > 16) CIP (S$0.5, R > 0.5) LVX (S$1, R > 1) AMK (S$8, R > 16) mexB mexY mexC
PAO1 16 0.125 0.25 2 1.8%10#8 1.0 1.0 1.0
WT 16 0.06 0.25 2 3.4%10#9 1.7 1.1 0.3
AB >256 0.06 1 2 8.1%10#9 3.6 5.3 0.7
CD 4 0.5 4 0.5 3.5%10#8 1.3 1.7 14.6
XY 32 0.125 1 16 2.9%10#9 1.3 10.1 4.1
S, susceptible; R, resistant; TIM, ticarcillin/clavulanate; CIP, ciprofloxacin; LVX, levofloxacin; AMK, amikacin.
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Figure 1. Planktonic time–kill assays with ciprofloxacin, amikacin and the combination of ciprofloxacin and amikacin. The total cfu numbers are the
mean value for three different experiments. GC, growth control; CIP, ciprofloxacin; AMK, amikacin.
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Figure 2. Biofilm time–kill assays with ciprofloxacin, amikacin and the combination of ciprofloxacin and amikacin. The total cfu numbers are the
mean value for three different experiments. GC, growth control; CIP, ciprofloxacin; AMK, amikacin.
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Sequential antibiotic exposure
Themean bacterial counts in the growth controls remained stable
at!9 log10 cfu/mL during the experiment. The first 24h of antibiotic
exposure resulted in a mean 3.07±0.27 log10 cfu/mL bacterial
reduction with ciprofloxacin and in a mean 2.56±0.24 log10 cfu/mL
reduction with amikacin. The 24h exposure with the second
antibiotic resulted in a reduced bacterial concentration of only
0.92±0.61 log10 cfu/mL for ciprofloxacin and of 1.03±0.85 log10 cfu/
mL for amikacin. The bacterial reduction observed after the first
antibiotic exposure was significantly higher than after the second
antibiotic exposure (P<0.05). As compared with the first antibiotic
exposure, the efficacy of the second antibiotic exposure was
significantly reduced for all strains and all antibiotic sequences,
except for AB, which displayed a similar bacterial reduction after a
successive exposure to amikacin (2.68±0.67 log10 cfu/mL) and then
to ciprofloxacin (2.54±0.69 log10 cfu/mL).
Ciprofloxacin and amikacin concentrations in the biofilm
model
No antibiotic degradation was noticed in this biofilm model.
The mean measured concentrations of antibiotics after 72h of
antibiotic exposure were mean (range) 6.5 (5.3–7.5) mg/L for
ciprofloxacin and 48.8 (44.9–52.7)mg/L for amikacin.
Discussion
Combination therapy against P. aeruginosa infections seeks to
improve efficacy and prevent emergence of resistance.2 Our study
demonstrates that the ciprofloxacin/amikacin combination
enhances killing and prevents emergence of resistance for low-
level resistant strains in planktonic cultures, but not in biofilm.
Indeed, bactericidal effect was observed in the planktonic
time–kill assay for ciprofloxacin and amikacin monotherapies
above MIC concentrations against all P. aeruginosa strains used
but regrowth due to high-level resistant mutants after 8h of anti-
biotic exposure was noticed for strains that exhibited overexpres-
sion of MexCD-OrpJ and MexXY-OprM efflux pumps (CD and XY
strains). Such a finding was surprising for the CD strain, as the
ciprofloxacin AUC0–24/MIC ratio in our model (196) was above the
threshold usually predictive of fluoroquinolone efficacy (#125).33
Nevertheless, several PK/PD simulations in vitro and animal studies
demonstrated clinical significance of borderline MIC strains due to
an overexpressing efflux pump and suggested a higher ciprofloxa-
cin AUC0–24/MIC threshold (#250) against such strains, particularly
if they were used as single therapy in high-inoculum infec-
tions.34,35 More expected results were found in our study for the XY
strain after amikacin exposure, as Cmax/MIC ratio in our experiment
was 2.5, far below the value of 10 predictive of amikacin effi-
cacy.36,37 The low-level resistance conferred by Resistance–
Nodulation–Division family effluxpumps38–40may reduce intracellular
antibiotic concentrations and hence facilitate the selection of high-
level resistant mutants by target site mutations.41,42 Interestingly,
in this planktonic experiment, the combination therapy (ciprofloxacin
and amikacin) prevented high-level resistant mutant selection in
strainsoverexpressingeffluxpumps.
Conversely, in our biofilm model no regrowth due to high-level
resistant mutants was detected, whatever the antibiotic/strain
pair studied. A biphasic time–kill curve was, however, observed
with a stable 4 log10 cfu/mL bacterial load of surviving cells.
Moreover, the ciprofloxacin/amikacin combination failed to
eradicate the biofilms. Understanding the mechanisms involved
in the remaining bacterial population surviving such prolonged
high-dose antibiotic exposure is challenging. As attested by the
Table 2. Bacterial reduction in biofilm after 8 and 72h of antibiotic exposure
Strain (CIP/AMK MICa)
Bacterial reduction (log10 cfu/mL)
CIP AMK CIP/AMK
8h 72h 8h 72h 8h 72h
PAO1 (0.125/2) 4.69±0.04 5.51±1.83 5.19±0.78 4.22±1.79 2.96±0.18 4.14±0.02
WT (0.06/2) 4.49±1.46 5.42±0.34 3.34±0.42 4.01±1.18 3.54±1.22 5.40±1.16
AB (0.06/2) 4.48±0.98 3.76±0.93 3.91±0.48 2.93±0.71 3.34±0.38 3.35±0.59
CD (0.5/0.5) 3.28±0.32 3.56±0.11 4.26±0.51 5.19±0.01 3.44±0.24 4.63±2.22
XY (0.125/16) 3.58±0.49 3.82±0.63 5.00±0.73 5.67±1.33 4.55±1.80 4.42±1.00
CIP, ciprofloxacin; AMK, amikacin.
aMIC expressed in mg/L.
PAO1 4×MIC AMK
PAO1 4×MIC CIP
WT 4×MIC AMK
WT 4×MIC CIP
AB 4×MIC CIP
CD 4×MIC CIP
CD 4×MIC AMK
CD 4×MIC CIP
XY 4×MIC AMK
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Figure 3. Dynamics over time of 4-fold MIC mutants recovered from
biofilms exposed to ciprofloxacin, amikacin or the combination of cipro-
floxacin and amikacin. One symbol represents one strain (PAO1, WT, AB,
CD, XY); mutants selected after ciprofloxacin exposure are in blue,
mutants selected after amikacin exposure are in red and mutants
selected after ciprofloxacin/amikacin exposure are in green. CIP, cipro-
floxacin; AMK, amikacin.
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antibiotic concentration at the end of the experiment, treatment
failure was not related to ciprofloxacin and amikacin degradation.
A lack of efficacy due to reduced penetration in the biofilm is un-
likely for ciprofloxacin since previous data suggest that ciprofloxa-
cin penetrates the deepest layers of the biofilm.17,43 However,
reduced diffusion of amikacin related to interactions with matrix
components of the biofilm cannot be excluded,17,43,44 a lack of
antibiotic efficacy was noticed even for the combination therapy,
and it is likely that an infra-MIC exposure would result in the selec-
tion of resistant mutants. Our results using clinical strains suggest
that the lack of bacterial eradication was not related to the selec-
tion of a resistant subpopulation, but to an antibiotic-recalcitrant
population composed of persister cells, refractory to antibiotics.
Indeed, no rise in ciprofloxacin or amikacin groupMICswas noticed
and low-level resistant mutants were always a minority of surviv-
ing cells.
Persisters are a heterogenic population evolving towards
reduced metabolic activity45 through activation of stringent re-
sponse, SOS response or toxin–antitoxin modules distinct from re-
sistance mechanisms.46–49 New strategies are needed to fight
biofilm-associated infections due to persister cells. Some authors
have suggested that sequential exposure to antibiotics (colistin
then amikacin) may eradicate persister cells in an Acinetobacter
baumannii planktonicmodel.50
In our biofilmmodel, a fewhours after ciprofloxacin or amikacin
monotherapy, exhaustion of the efficacy of the antibiotics was
observed, as attested by the biphasic bacterial reduction. Thus, we
hypothesized, as suggested by Chung and Ko50 for A. baumannii,
that replacing the initial antibiotic by a new one of another class
once the plateau was reached could succeed in eradicating the
bacterial biofilm. However, in our biofilm model of persister selec-
tion, no additional bacterial reduction was observed for most
strainswith sequential exposure (regardless of the order), suggest-
ing that the initial antibiotic induced the switch towards a persister
phenotype that renders the bacterial population recalcitrant to
any further antibiotic activity.
Changes in the expression of genes involved in metabolic and
stress response pathways and cell division after antibiotic expos-
uremight be responsible for persister cell selection.51,52 These cells
overexpress toxins, which, at high concentrations, could shut
down the function of multiple drug targets (such as protein syn-
thesis and DNA replication) and thereby prevent antibiotics from
corrupting the function of the target molecules. Further molecular
analysis could now be performed in our model of persister selec-
tion to explore the underlying mechanisms of antibiotic failure in
biofilm.
Finally, reduced bacterial division in biofilm could explain the
fact that no high-level resistant mutant emerged from our biofilm
model. A low-metabolism environmentmight impair targetmuta-
tion, a costly mechanism providing no survival benefit in biofilm.
Therefore, such findings could explain the lack of additive effect of
combination therapy compared with single therapy in biofilm, un-
like planktonic conditions.
Despite the use of the well-known laboratory strain (PAO1), in
association with clinical strains, the achievement of PK/PD param-
eters concordant with the literature, and the selection of persister
cells as expected, our results should be considered cautiously since
they may differ between the biofilm model used and human
biofilm-related infections. In fact, in vitro biofilm susceptibility
assays are not standardized to date.5,53 Hence, the biofilm eradi-
cation concentrations obtained in a biofilm model cannot be
extrapolated to other biofilm models nor to clinical care.
Nevertheless, results close to ours were obtained in the study per-
formed by Benthall et al.,54 with ciprofloxacin or amikacin mono-
therapy against planktonic and biofilm cultures of P. aeruginosa
(PAO1) in a Galleria mellonella model. The authors noticed that
ciprofloxacin and amikacinwere less effective at clearing a P. aeru-
ginosa biofilm infection compared with a planktonic infection.
Biofilm eradication failure might also be related to resistant mu-
tant selection in some specific conditions, as demonstrated by
Macia` et al.26 in a model using hypermutator strains. However,
hypermutator strains are a very specific subpopulation encoun-
tered in cystic fibrosis but not in other models of biofilm-related
infections.22,55
Furthermore, to our knowledge, no other in vitro study has eval-
uated either the activity of the ciprofloxacin/amikacin combination
in P. aeruginosa biofilm nor the direct impact of efflux on the effi-
cacy of antibiotics in biofilm.
In conclusion, in this model, the efficacy of a ciprofloxacin/ami-
kacin combination was demonstrated in planktonic cultures
against low-level resistant strains overexpressing efflux. We sug-
gest that the MIC value of ciprofloxacin should be determined, and
levofloxacin evaluated, in order to detect MexCD-OprJ overexpres-
sion so that clinicians have the possibility to prescribe a combin-
ation therapy if fluoroquinolones are an option. Conversely, this
combination therapy has no benefit over monotherapy in biofilm,
regarding efficacy and persister eradication. Lastly, specific anti-
persister strategies completing the antibiotic arsenal are now
awaited to expect success in treating biofilm-related infections
withoutmechanical dispersion.
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3. Discussion 
 En culture planctonique, notre étude confirmait l’impact de l’expression des pompes 
d’efflux MexCD-OprJ et MexXY-OprM sur la sélection de mutants résistants vis-à-vis de la 
ciprofloxacine et de l’amikacine après exposition à une monothérapie de ciprofloxacine et 
amikacine respectivement, et l’efficacité d’une bithérapie de ciprofloxacine et d’amikacine 
pour prévenir l’émergence de ces mutants résistants. 
 La sélection de mutants résistants à haut niveau aux fluoroquinolones pour la souche 
surexprimant l’efflux MexCD-OprJ, par mutations dans la région du QRDR, était observée 
après exposition à la ciprofloxacine en culture planctonique, malgré un rapport AUC24h/CMI 
>125 prédictif, dans les séries cliniques et expérimentales, d’un succès thérapeutique (138, 139). 
Comme il a déjà été précédemment décrit, l’expression d’un mécanisme d’efflux réduit la 
concentration intracellulaire de l’antibiotique et pourrait ainsi favoriser la survenue de 
mutations dans les cibles des antibiotiques, responsable d’une résistance de haut niveau (137, 
295). Dans notre travail, l’expression de la pompe d’efflux MexCD-OprJ (qui a pour substrat 
principal les fluoroquinolones) semblait faciliter l’émergence de mutations dans les topo-
isomérases, cibles des fluoroquinolones. Pour la souche surexprimant l’efflux  
MexCD-OprJ, la CMI de la ciprofloxacine était égale à 0,5 mg/L catégorisant la souche sensible 
à l’antibiotique tandis que la CMI de la lévofloxacine était de 4 mg/L classant la souche comme 
résistante à cet antibiotique. Dans un précédent travail, il a été suggéré qu’une diminution de 
sensibilité à la ciprofloxacine, indiquée par une CMI de la ciprofloxacine ≥0,25 mg/L, liée à 
une surexpression d’une pompe d’efflux, pourrait entrainer un échec thérapeutique (296).  
La sélection de mutants résistants, dans notre travail, pour la souche surexprimant l’efflux 
MexCD-OprJ était peu surprenante mais permet néanmoins de souligner l’importance de 
déterminer la CMI de la ciprofloxacine lors d’une infection sévère à P. aeruginosa et de tester 
la sensibilité de la souche vis-à-vis de la lévofloxacine, dont l’activité est diminuée avant celle 
de la ciprofloxacine, lors de la surexpression de l’efflux MexCD-OprJ. Ce d’autant que la 
lévofloxacine n’apparaît pas dans la liste standard des molécules à tester lors de la réalisation 
d’un antibiogramme de P. aeruginosa d’après les recommandations du CA-SFM/EUCAST 2019 
(297). 
 L’émergence de mutants résistants à haut niveau à l’amikacine pour la souche 
surexprimant l’efflux MexXY-OprM après exposition à l’amikacine était davantage attendue 
puisque le rapport Cmax/CMI >10 permettant de prédire une efficacité thérapeutique des 
aminosides n’était pas atteint (105). 
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 La bithérapie de ciprofloxacine et amikacine permettait une éradication bactérienne 
sans sélection de mutants résistants à la fois pour la souche MexCD-OprJ et MexXY-OprM.  
Ce travail suggère la possibilité d’utiliser une bithérapie de ciprofloxacine et d’amikacine 
même lorsque la souche est de sensibilité diminuée vis-à-vis de l’une des deux molécules ; 
cette alternative thérapeutique pouvant s’avérer utile en cas de résistance acquise aux  
b-lactamines ou de contre-indication à l’utilisation des b-lactamines. 
 En biofilm, la bithérapie ne présentait pas d’avantages par rapport à la monothérapie 
que ce soit vis-à-vis des souches sauvages et des souches de sensibilité diminuée par 
surexpression d’un mécanisme d’efflux. L’échec des traitements en biofilm n’était pas dû à la 
sélection de cellules résistantes. Quels que soient la souche et le régime antibiotique testés, une 
réduction bactérienne biphasique était observée indiquant une activité bactéricide initiale 
intense, puis une survie bactérienne prolongée. L’isolement de mutants résistants pouvait être 
qualifié d’erratique et anecdotique. En effet, des mutants résistants étaient isolés en faible 
proportion par rapport à la population survivante et non constamment retrouvés au cours de 
l’exposition antibiotique. Des faibles variations de CMI étaient observées pour les molécules 
testées (ticarcilline/clavulanate, céfépime, aztréonam, amikacine, tobramycine, 
ciprofloxacine, lévofloxacine) par rapport aux CMI initiales. Une augmentation de l’expression 
de la pompe d’efflux MexCD-OprJ était constatée, par rapport au niveau d’expression mesuré 
pour la souche parentale, pour les mutants résistant à la ciprofloxacine. Aucun lien évident 
entre la résistance à l’amikacine et l’expression de MexXY-OprM n’était retrouvé. Dans aucun 
cas, une re-croissance progressive de mutants résistants n’était observée. 
 Nos résultats sont en faveur d’une sélection de cellules persistantes en biofilm et non 
de l’émergence de cellules résistantes comme en culture planctonique. En effet, la cinétique de 
réduction bactérienne biphasique en biofilm après exposition à des concentrations efficaces de 
ciprofloxacine et amikacine suggère la mort cellulaire rapide d’une grande partie de la 
population bactérienne sensible puis la survie de cellules persistantes qui échappent au 
traitement antibiotique. La population survivante aux antibiotiques en biofilm représentait 
moins de 1% de la population initiale. Enfin, les CMI de la ciprofloxacine et de l’amikacine 
étaient inchangées pour les cellules survivantes après exposition antibiotique en biofilm (40, 
232). L’ensemble de ces éléments correspondait aux caractéristiques communément admises 
des cellules persistantes (232). 
 Dans la littérature, il est suggéré que les cellules persistantes en biofilm auraient une 
activité métabolique ralentie (251). Le ralentissement de l’activité cellulaire en biofilm et de la 
réplication des cellules, pourrait ainsi limiter, y compris pour de fortes concentrations 
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bactériennes, l’apparition de mutations dans les cibles des antibiotiques. Le nombre limité 
d’opportunités de mutations, rendrait alors négligeable l’impact des variations de 
concentration intracellulaire de l’antibiotique, induites par l’expression des mécanismes 
d’efflux. L’acquisition de mutations de résistance, potentiellement coûteuse en énergie, ne 
représenterait dès lors pas un avantage sélectif en biofilm, si bien que les mutants résistants 
ne pourraient pas se multiplier au cours du temps, et les cellules exprimant d’autres 
mécanismes adaptatifs en biofilm resteraient majoritaires. 
 L’adaptation en biofilm paraît en effet être différente de celle observée en mode de vie 
planctonique. En biofilm, quel que soit le mécanisme d’efflux, les mêmes cinétiques de 
réduction bactérienne étaient observées. Contrairement à ce que nous avons décrit en culture 
planctonique, les mécanismes d’efflux semblaient avoir un rôle secondaire dans l’échec des 
traitements antibiotiques dans notre modèle de biofilm. 
 Dans notre travail, comme dans la littérature, même si certains antibiotiques ou 
associations d’antibiotiques montrent une activité vis-à-vis P. aeruginosa en biofilm, ils ne 
permettent souvent pas l’éradication complète du biofilm (218, 226, 298). D’autres stratégies 
thérapeutiques doivent être envisagées pour le traitement des infections en biofilm. 
 Certains auteurs ont suggéré qu'une exposition séquentielle à deux ou plusieurs 
antibiotiques pourrait éradiquer les cellules persistantes. Par exemple, la thérapie séquentielle 
de colistine et amikacine, quel que soit l’ordre choisi, permettait d’éliminer les cellules 
persistantes d’A. baumanii en culture planctonique (299). En biofilm, dans un travail de  
Rojo-Molinero et al. (217), un traitement séquentiel par tobramycine puis aztréonam à des 
concentrations très élevées (correspondant aux concentrations obtenues chez les patients 
atteints de mucoviscidose en cas d’administration de ces antibiotiques en aérosols) était plus 
efficace que les monothérapies de tobramycine et d’aztréonam. Dans notre travail, les 
expositions séquentielles à la ciprofloxacine puis à l’amikacine ou à l’amikacine puis à la 
ciprofloxacine ne permettaient pas l’éradication du biofilm de P. aeruginosa. Ces résultats 
suggéraient que la première exposition antibiotique pourrait déclencher la transition vers un 
phénotype persistant rendant la population bactérienne tolérante à tout autre traitement 
antibiotique secondaire, comme cela a déjà été démontré en phase stationnaire d’une culture 
planctonique dans des travaux précédents (279, 280). 
 Bien évidemment, dans notre modèle de biofilm in vitro, les conditions 
environnementales diffèrent des conditions in vivo. Par ailleurs, hormis la souche de 
laboratoire PAO1 qui est bien connue, des souches cliniques non isogéniques ont été utilisées 
ce qui peut limiter la comparaison des résultats obtenus entre eux. De plus, malgré des 
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paramètres pharmacocinétiques en accord avec les données de la littérature, et la sélection de 
cellules persistantes dans notre modèle, comme attendue et déjà décrite dans la littérature, la 
grande variabilité qui existe en biofilm nous amène à considérer nos résultats avec prudence. 
Le biofilm est en effet un environnement extrêmement dynamique et hétérogène. La mise en 
place d’un modèle de biofilm dynamique in vitro aurait pu être intéressante pour comparer 
l’adaptation de P. aeruginosa, en réponse à la ciprofloxacine, dans des environnements 
différents. Enfin, alors que la résistance à la ciprofloxacine a été caractérisée, la résistance à 
l’amikacine reste non élucidée dans notre travail. En effet, compte-tenu de la diversité des 
mécanismes de résistance et de l’association possible de plusieurs mécanismes, la résistance 
vis-à-vis des aminosides n’a pas été explorée. 
 Malgré les limites que comporte ce travail, l’ensemble des résultats obtenus dans notre 
modèle de biofilm de P. aeruginosa conforte l’hypothèse d’un rôle majeur des mécanismes de 
persistance, plutôt que de résistance. Induits par un stress, notamment antibiotique, des 
mécanismes moléculaires spécifiques s’expriment probablement en biofilm, permettant une 
adaptation phénotypique vers des mécanismes de tolérance. Finalement possiblement 
indépendants du mode d’action des antibiotiques, ces mécanismes induisent une tolérance 
croisée à diverses -si ce n’est à la totalité des- familles antibiotiques. Aussi, l’association, ou la 
succession des traitements antibiotiques est possiblement vaine pour le traitement d’infections 
associées à des biofilms matures. Indispensables pour traiter les infections planctoniques ou la 
composante planctonique des infections en biofilm, ou en complément d’autres méthodes 
d’éradication du biofilm, les antibiotiques ne permettront sans doute pas à eux-seuls 
d’éradiquer les biofilms. Afin d’envisager de nouvelles cibles thérapeutiques, il apparaissait 
nécessaire de mieux de comprendre les mécanismes impliqués dans l’échec des traitements 
antibiotiques en biofilm. 
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II. Adaptation de Pseudomonas aeruginosa à une exposition de ciprofloxacine en 
biofilm 
 Dans notre premier travail, nous avons décrit que différentes séquences et associations 
de ciprofloxacine et d’amikacine en biofilm n’apportaient comparativement pas d’avantage en 
biofilm, ni pour l’éradication du biofilm ni pour la prévention de l’émergence de mutants 
résistants. Pour mieux comprendre les modalités d’échappement de P. aeruginosa aux 
traitements antibiotiques en biofilm, nous avons cherché à en explorer les mécanismes. 
 Dans notre modèle, comme dans d’autres travaux, la ciprofloxacine, pourtant réputée 
diffuser dans les couches profondes du biofilm (102, 233), échouait à éliminer un biofilm de  
P. aeruginosa (216, 298). L’échec des traitements en biofilm est majoritairement attribué à la 
sélection de cellules persistantes (232), en lien avec des adaptations métaboliques (281).  
Les hypothèses de la persistance en biofilm reposent principalement sur l’activation de la 
réponse stringente, de la réponse SOS et possiblement de systèmes TA, pour aboutir à un 
ralentissement métabolique et à un échappement vis-à-vis du traitement antibiotique (276).  
Il a été montré un rôle direct des fluoroquinolones dans l’activation de la réponse stringente 
(254). Une efficacité ciblée de la ciprofloxacine vis-à-vis des cellules métaboliquement actives 
se situant à la périphérie du biofilm a également été décrite (164). 
 Pour explorer les mécanismes d’échappement de P. aeruginosa à la ciprofloxacine en 
biofilm, nous avons donc étudié l’effet de la ciprofloxacine sur la structure et la composition 
du biofilm, l’activité cellulaire en biofilm et les cinétiques d’expression, au cours du processus 
d’adaptation conduisant à la persistance, de certains gènes potentiellement impliqués dans la 
persistance. 
 Une forme spécifique d’adaptation à la vie en biofilm étant l’évolution d’une sous-
population bactérienne vers un phénotype « variant à petite colonie » ou SCV, associé dans 
des travaux antérieurs à l’échec des traitements antibiotiques en biofilm (76, 256), nous avons 
ensuite discuté de la place spécifique des SCV dans la récalcitrance aux antibiotiques en 
biofilm. 
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1. Analyse structurelle et fonctionnelle de l’adaptation de P. aeruginosa en 
biofilm 
1.1 Contexte 
 Les exopolysaccharides et l’ADNe sont des constituants majeurs de la matrice 
extracellulaire du biofilm (12). Ils contribuent au maintien de la structure du biofilm, aux 
interactions cellule-cellule, à la protection des bactéries en biofilm (166). La ciprofloxacine est 
décrite pour avoir la capacité de diffuser en biofilm (102, 233), mais ses effets sur la 
composition d’un biofilm mature, constitué préalablement à l’exposition antibiotique, n’ont 
pas été explorés. Dans ce travail, des analyses par microscopie confocale ont été effectuées afin 
de comparer la structure et la matrice extracellulaire du biofilm de P. aeruginosa avant et après 
exposition à la ciprofloxacine. Ces analyses ont été réalisées à partir d’un biofilm mature de  
P. aeruginosa PA14, souche bien décrite initialement isolée d’une surinfection de brûlure d’un 
patient et dont le génome est entièrement séquencé. Le biofilm a été formé sur des plaques  
6 puits pendant 48 h, puis exposé ou non à de la ciprofloxacine à 4 mg/L, concentration bien 
supérieure à la CMI (32 fois la CMI), pendant 24 h et marqué par des sondes fluorescentes, afin 
de visualiser l’architecture du biofilm, quantifier la biomasse constituée par les 
exopolysaccharides et par l’ADNe et déterminer la proportion de cellules vivantes et mortes. 
 La sélection de bactéries persistantes, manifestement impliquées dans les échecs de 
traitement en biofilm, fait l’objet de diverses hypothèses dans la littérature : sélection génétique 
ou phénomène stochastique, protection des bactéries par la matrice extracellulaire ou 
ralentissement métabolique, entre autres (40, 277). L’émergence de bactéries persistantes ne 
semble pas exclusivement dépendre de la pression antibiotique puisque les conditions de 
carence nutritionnelle qui existent en biofilm peuvent aussi favoriser leur apparition (252). 
L’exposition à des stress, comme par exemple les antibiotiques tels que les fluoroquinolones 
qui induisent des altérations de l’ADN, pourrait amplifier ce phénomène (254).  
Plusieurs mécanismes sont évoqués chez P. aeruginosa en biofilm pour expliquer la persistance. 
Le (p)ppGpp, un messager secondaire synthétisé lorsque la réponse stringente est activée, 
semble jouer un rôle important dans la transition vers la tolérance aux antibiotiques en biofilm 
(251). En cas de diminution de la concentration intracellulaire de (p)ppGpp, les bactéries 
présentaient une sensibilité accrue aux antibiotiques (254). Lorsqu’un biofilm était formé avec 
une souche de P. aeruginosa chez qui les gènes relA et spoT étaient défectueux, les 
concentrations de (p)ppGpp étaient diminuées et la sensibilité à des antibiotiques comme la 
ciprofloxacine et la tobramycine était augmentée (222). L’activation de cette voie métabolique 
Adaptation de P. aeruginosa à une exposition de ciprofloxacine en biofilm 
 
81 
 
se ferait au détriment de l’activation de facteurs de virulence en biofilm. La mesure de 
l’expression de ces gènes dans les conditions de sélection de cellules persistantes pourrait dès 
lors apporter des éléments de confirmation du rôle de cette voie métabolique dans la 
persistance. 
 Ainsi, pour explorer les mécanismes mis en jeu dans la persistance de P. aeruginosa en 
biofilm traité par ciprofloxacine, nous avons tout d’abord démontré que l’échec des 
traitements était bien lié à la sélection de cellules persistantes, avant d’étudier la structure du 
biofilm et la cinétique d’expression en biofilm de gènes d’intérêt dans les conditions de 
persistance. 
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Abstract 27 
Biofilms are commonly recalcitrant to antibiotics, through incompletely elucidated mechanisms 28 
such as tolerance and persistence. We aimed at investigating how a P. aeruginosa biofilm escapes 29 
ciprofloxacin. 30 
 2 
P. aeruginosa PA14 in vitro mature biofilms were challenged with supra-MIC ciprofloxacin 31 
concentrations. Cell metabolic activity was quantified by fluorescein diacetate assay. Population 32 
dynamics were determined by viable cells count. Biofilms were analysed using confocal laser 33 
scanning microscopy (CLSM). The expression of genes involved in stringent response (spoT, relA, 34 
and lon), toxin-antitoxin HigB/HigA, and type III secretion system (T3SS) was quantified in the 35 
biofilms by RT-qPCR. 36 
Ciprofloxacin exposure resulted in an initial reduction of bacterial counts following a biphasic 37 
time-kill curve, and in reduced metabolic activity. No resistant mutant was isolated among the <1% 38 
surviving cells. A contingent of biofilm-embedded persister cells survived ciprofloxacin despite a 39 
deep alteration in the matrix structure that became thinner and lost mushroom-like aggregates, in 40 
relation with reduced biovolumes of exopolysaccharides and extracellular DNA. Phenotypic 41 
adaptation towards persistence started after only 1 h of antibiotic exposure, by an overexpression 42 
of the genes involved in stringent response and in the toxin-antitoxin system, whereas the 43 
expression of genes encoding for the T3SS remained unchanged. After 4 h of ciprofloxacin 44 
exposure, stringent response genes returned to their basal level of expression. 45 
These results support that ciprofloxacin initially induces a major disruption of the biofilm matrix, 46 
bacterial killing and slowdown of biofilm cell activity. But surviving cells rapidly adopt a persister 47 
phenotype tolerant to antibiotics, through an early activation of stringent response. 48 
 49 
 50 
 51 
 52 
Introduction  53 
Pseudomonas aeruginosa infections associated with indwelling medical devices are particularly 54 
difficult to treat because of P. aeruginosa ability to produce biofilm protecting from host defenses 55 
and chemotherapy. Thus, treating such infections without mechanical biofilm dispersion remains 56 
challenging (Høiby et al., 2015; Mulcahy et al., 2014). Among the antibiotics required to treat P. 57 
aeruginosa biofilm infections, ciprofloxacin is widely used (Masadeh et al., 2019; Mensa et al., 58 
2018), being the sole oral anti-P. aeruginosa antibiotic, and diffusing in the biofilm deepest layers 59 
(Anderl et al., 2000; Walters et al., 2003). Despite these properties, previous studies demonstrated 60 
that ciprofloxacin failed to eradicate P. aeruginosa biofilms, even in experimental conditions where 61 
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no resistant mutants were selected (Benthall et al., 2015; Pamp et al., 2008; Pawar et al., 2015; 62 
Spoering and Lewis, 2001). Indeed, the treatment failure frequently resulted from the selection of 63 
persister cells. Such persisters derive from fully susceptible strains (Balaban, 2004) that become 64 
recalcitrant to antibiotics after a phenotypic and reversible switch, induced by environmental 65 
factors, starvation, and several other active or passive mechanisms (Ciofu and Tolker-Nielsen, 66 
2019; Lebeaux et al., 2014; Lewis, 2010). Though not fully elucidated, it is suggested that 67 
persistence may result from a reduced metabolic activity of cells in biofilm after the induction of 68 
stringent response, SOS response, toxin-antitoxin modules or even other unknown mechanisms 69 
(Amato et al., 2014; Harms et al., 2016; Mah and O’Toole, 2001; Viducic et al., 2006).  70 
Because the mechanisms and kinetics of P. aeruginosa biofilm tolerance to ciprofloxacin are still 71 
incompletely unraveled, we investigated the impact of ciprofloxacin on biofilm structure and the 72 
switch phenomenon towards persistence of biofilm-embedded cells by confocal laser scanning 73 
microscopy (CLSM) and transcriptomic analysis. 74 
 75 
 76 
Materials and methods 77 
Bacterial strain and biofilm model  78 
The experiments were performed with the wild-type PA14 reference strain. The ciprofloxacin MIC 79 
and mutant prevention concentration for PA14 were respectively 0.125 mg/L and 4 mg/L, 80 
determined as previously described (Díez-Aguilar et al., 2015; Wiegand et al., 2008). Overnight 81 
cultures of P. aeruginosa PA14 strain in Mueller-Hinton broth (MHB) were diluted to an optical 82 
density of 600 nm of 0.01 in MHB. Three mL of the bacterial suspension were inoculated in 6-well 83 
polystyrene culture plates and incubated under static conditions at 37°C for 1 h. Then, the 84 
suspension was removed and replaced by 3 mL of MHB. After 48 h of biofilm formation, wells 85 
were washed twice with 1 mL 0.9% NaCl to remove planktonic cells, and challenged with 86 
ciprofloxacin (Sigma-Aldrich, France) during 24 h. 87 
 88 
Evaluation of cell viability in biofilms by fluorescein diacetate assay 89 
The fluorescein diacetate (FDA) assay relies on the cleavage of non-colored FDA by esterases of 90 
metabolically active bacteria into yellow fluorescein. FDA (Sigma-Aldrich, France) was dissolved 91 
in acetone at a concentration of 1 mg/mL. A 1:5 FDA (v/v) working solution in 0.9% NaCl was 92 
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freshly prepared before each assay. Biofilms were formed as previously described. Then, 2-day-93 
old biofilms unexposed and exposed to ciprofloxacin (4 to 256 mg/L) during 24 h were rinsed with 94 
1.5 mL of 0.9 % NaCl, before addition of 1.5 mL FDA working solution. Plates were incubated in 95 
the dark at 37 °C and absorbance was measured at 490 nm after 30, 60, 90, 120, 180 and 240 min. 96 
Controls consisting of MHB without bacterial suspension and of 0.9% NaCl were performed. Data 97 
were obtained from three independent biological replicates (Peeters et al., 2008; Wanandy et al., 98 
2005). 99 
 100 
Biofilm Time-kill curve 101 
P. aeruginosa PA14 biofilms were prepared as described above for colony counts. The 2-day-old 102 
biofilms unexposed and exposed to ciprofloxacin (4 mg/L) during 24 h were then dispersed 103 
mechanically by vortex and gentle sonication. Cells were numbered at 1, 2, 4, 8, 12 and 24 h of 104 
ciprofloxacin exposure onto MH2 plates without antibiotic or with ciprofloxacin at 0.5 mg/L to 105 
detect 4-fold MIC resistant mutants. The ciprofloxacin MICs for surviving sessile cells recovered 106 
from MH2 plates after 24 h of ciprofloxacin exposure were determined by Etest according to the 107 
manufacturer’s recommendations.  108 
 109 
Biofilm analysis by confocal laser scanning microscopy 110 
Two-day-old P. aeruginosa PA14 biofilms were prepared as described above on 6-well glass-111 
bottomed microplates (NEST, Grosseron, France), exposed or not to 4 mg/L of ciprofloxacin for 112 
further 24 hours and analysed by CLSM. After ciprofloxacin treatment, biofilms were washed 113 
twice with 1 mL 0.9% NaCl. The remaining surface-attached biofilm biomass was then stained by 114 
adding (i) 50 nM of Syto-9 (Invitrogen™ Molecular Probes™), a green fluorescent dye for total 115 
cells, and 1 µg/mL of white calcofluor (Sigma-Aldrich), a blue florescent probe labelling cellulose 116 
and other exopolysaccharides with β-1,4 linkages, (ii) 50 nM of Syto-9 and 1 µM of 1,3-dichloro-117 
7-hydroxy-9,9-dimethyl-2(9H)-acridinone (DDAO) (Invitrogen™ Molecular Probes™), a red 118 
fluorescent probe labelling extracellular DNA (eDNA) and (iii) the Live/Dead BacLight Bacterial 119 
Viability Kit® for microscopy (Thermo Fisher Scientific) differentiating viable and dead bacteria. 120 
A 2-day-old unexposed biofilm was also compared to the 3-day-old unexposed biofilm for 121 
exopolysaccharides biomass. Biofilms were visualized with a Zeiss LSM710 microscope (Carl 122 
Zeiss Microscopy). The biofilms thicknesses (µm) and biovolumes (µm3/µm2) were measured 123 
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using the COMSTAT software. Data were obtained from at least three independent biological 124 
replicates. 125 
 126 
RNA extraction from biofilm for transcriptomic analysis 127 
P. aeruginosa PA14 biofilms were prepared for RNA isolation as described above. After 1 and 4 128 
h of ciprofloxacin exposure, the biofilm was removed from wells by gentle sonication during 90 s 129 
and scrapping with a sterile pipette tip. The scraped biofilm was centrifuged for 5 min at 8000g. 130 
Cells from 6 wells of a 6-well culture plate were pooled. Finally, the pellet was resuspended in 1 131 
mL 0.9% NaCl for two washing steps. For the unexposed biofilm, only one of the 6-well plate was 132 
used according the same protocol previously described. Total RNAs were extracted using the 133 
Nucleospin RNA kit (Macherey Nagel, Hoerdt, France) and further treated with DNase (TURBO 134 
DNase free Ambion, Thermo Fisher Scientific) according to the manufacturer’s instructions. RNA 135 
was quantified and analyzed for its quality using a BioDrop µLITE (BioDrop Ltd, Cambridge, 136 
United Kingdom), and absence of contaminating DNA was checked by qPCR using RsmZ RNAs 137 
as matrix.  138 
 139 
Quantification of gene expression in biofilms by reverse transcription-quantitative PCR 140 
The levels of expression of nine genes listed in the result section were analysed in 2-day-old 141 
biofilms exposed to ciprofloxacin (at 4 mg/L) for 1 h or 4 h and compared to untreated biofilms. 142 
First-strand cDNA synthesis was performed with OMNISCRIPT reverse transcription kit 143 
(Qiagen®) using standard laboratory protocols. Purified RNAs were used for one-step reverse 144 
transcription (RT) and real-time PCR amplification. Primers are listed in supplementary Table S1. 145 
The PCR cycling conditions were as follows: 95°C for 5 min and 40 cycles of 15 s at 95°C, 30 s at 146 
55°C. A melt curve was run at the end to evaluate primer dimers and other artifacts. Relative 147 
quantification was carried out from three independent biological replicates. Data were normalized 148 
to 16S gene expression and fold changes were calculated according to the 2-ΔΔCt method (Guyard-149 
Nicodème et al., 2008). A gene was considered as overexpressed when the fold change was at least 150 
2-times higher in treated biofilms, than in untreated biofilms. The stability of the 16S gene under 151 
different conditions was confirmed by comparing the respective cycle thresholds (CTs): 152 
22.06±0.09 for untreated biofilm and 23.03±0.48 for ciprofloxacin-treated biofilm (p>0.05). 153 
 154 
 6 
Statistical analysis 155 
Results were analysed using the unpaired Student’s t test. Statistical significance was accepted 156 
when p values were <0.05. 157 
 158 
 159 
Results 160 
Cell viability in biofilm 161 
Ciprofloxacin at supra-MIC concentrations reduced the cell viability of biofilm-embedded cells as 162 
demonstrated by the FDA assay. Whereas absorbance linearly increased from 1.49 ± 0.15 after 30 163 
min to 6.28 ± 1.25 after 240 min in unexposed biofilm (p<0.05), the signal significantly decreased 164 
for ciprofloxacin concentrations ≥8 mg/L (p<0.05) (details in supplementary Figure 1). The 165 
ciprofloxacin concentration of 4 mg/L, corresponding to the mutant prevention concentration, the 166 
through concentration in adults treated orally with 500 mg twice daily, and achieving in human the 167 
pharmacokinetic/pharmacodynamic (PK/PD) objectives associated with clinical efficacy for 168 
ciprofloxacin (AUC0-24/MIC ≥125), resulted in inhibition of cell multiplication, as attested by a 169 
stable absorbance signal over time. 170 
These FDA assay results were in accordance with time-kill curves of 2-day-old biofilms exposed 171 
to 4 mg/L of ciprofloxacin. Starting from a 7.9 log10 cfu/mL mean inoculum, a 3.0 log10 cfu/mL 172 
bacterial reduction was achieved as soon after 1 h, followed by a 2.0 log10 cfu/mL progressive 173 
reduction from 1 h to 12 h and lastly a 3.0 log10 cfu/mL plateau until 24 h (details in supplementary 174 
Figure S2). Of note, no resistant mutant was detected among surviving bacteria (neither on plates 175 
supplemented with 4-fold ciprofloxacin MIC nor by measurement of ciprofloxacin MIC for 176 
surviving sessile cells). 177 
 178 
Biofilm architecture 179 
As ciprofloxacin had a deleterious effect on cell viability, we therefore investigated the effect of 180 
the antibiotic exposure on biofilm architecture. Before ciprofloxacin exposure, the 3-day-old 181 
biofilm was largely spread on the glass surface, was robust and compact with maximum and 182 
average thicknesses of 50.2 and 33.2 µm respectively and mushroom-like aggregates of materials 183 
(Figures 1A, 2A, 3A). Ciprofloxacin exposure led to a sparser biofilm with a deep reduction in the 184 
biofilm thicknesses (maximum and average of 21.0 and 18.5 µm respectively) and a disruption of 185 
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the mushroom-likes structures (Figure 1B, 2B, 3B). Since the biofilm architecture seemed to be 186 
affected after ciprofloxacin exposure, the two major matrix components, i.e. exopolysaccharides 187 
(Figure 1) and eDNA (Figure 2), were explored as well as the ratio of live cells and dead cells 188 
(Figure 3) by specific staining. As shown Figure 1, the blue fluorescence was significantly less 189 
visible after ciprofloxacin exposure suggesting alterations in the exopolysaccharides of the matrix. 190 
COMSTAT analyses revealed that the biovolume of b-polysaccharides decreased markedly from 191 
0.91 ± 0.10 µm3 in the untreated biofilm to 0.06 ± 0.01 µm3 (p<0.05) and the ratio 192 
exopolysaccharides/total bacterial density declined from 1.43 ± 0.04 to 0.13 ± 0.03 (p<0.05). These 193 
results indicated that the production of exopolysaccharides by the cells was reduced by 194 
ciprofloxacin exposure. Of note, no significant difference was noticed between the untreated 2-195 
day-old and 3-day-old biofilms regarding the biovolumes of b-polysaccharides and of total cells 196 
(p>0.05) (data not shown). As shown Figure 2, the red fluorescence labelling eDNA was less 197 
intense after ciprofloxacin exposure and holes in the biofilm structure were observed. COMSTAT 198 
analyses showed that the biovolume of eDNA decreased from 2.91 ± 0.96 µm3 to 0.88 ± 0.34 µm3 199 
(p=0.05) whereas the ratio eDNA/total bacterial density remained stable (0.84 ± 1.12 versus 0.96 200 
± 0.14, p=0.7). The analysis of cell viability using the Live/Dead staining kit (Figure 3), showed 201 
that the red fluorescence corresponding to dead cells was more intense in biofilms exposed to 202 
ciprofloxacin than in controls. Indeed, COMSTAT analyses quantified a 1.8-fold decrease in the 203 
percentage of live cells after ciprofloxacin exposure (live cells decline from 45.5 ± 4.1% to 25.0 ± 204 
4.3%, p<0.05) and a 1.4-fold increase in the percentage of dead cells, indicating the ciprofloxacin 205 
deleterious effect, in accordance with our previous results obtained with FDA assay and cell counts. 206 
However, though ciprofloxacin resulted in major bacterial killing and structural disruption of the 207 
biofilm matrix, susceptible cells still survived in biofilm after antibiotic exposure. 208 
 209 
Gene expression in biofilm 210 
To gain further insights into the adaptive mechanisms underlying P. aeruginosa persistence in 211 
biofilm upon ciprofloxacin exposure, we measured the dynamics in the expression of genes 212 
potentially involved in antibiotic tolerance (i) three stringent response genes (spoT, relA and lon) 213 
known to be involved in biofilm tolerance to antibiotics, (ii) the two genes of the HigB-HigA toxin-214 
antitoxin system (higB and higA) potentially involved in persister formation and the four genes 215 
involved in the type III secretion system (T3SS, exsA, exsC, exoU and pcrV) a key virulence factor 216 
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of P. aeruginosa. All these genes were quantified directly from the biofilm, before antibiotic 217 
exposure, and after 1 h and 4 h of ciprofloxacin exposure at 4 mg/L. 218 
As presented in Figure 4, and as compared to untreated biofilms, ciprofloxacin markedly changed 219 
the gene expression in biofilm as soon as after one hour of exposure. A high increase in the 220 
expression of the three stringent response genes was measured, respectively a 2.8-, 6.4- and 9.1-221 
fold increase for spoT, relA and lon. The two toxin-antitoxin system genes higB and higA were also 222 
both up-regulated with respectively a 4.1- and 4.6-fold increase, whereas the level of expression of 223 
T3SS-related genes remained stable. 224 
After 4 h of ciprofloxacin exposure, the T3SS genes were still not affected and the toxin-antitoxin 225 
genes expression remained overexpressed at the same level (~4-fold), whereas the genes involved 226 
in the stringent response were no longer significantly up-regulated (from 1.4 to 2.4-fold). Thus, the 227 
dynamic of genes expression revealed a very rapid adaption after ciprofloxacin exposure as 228 
stringent response related-genes being overexpressed as early as 1 h of antibiotic. 229 
 230 
 231 
Discussion 232 
Whilst it is now known that biofilm infections are difficult to eradicate because of their enhanced 233 
tolerance to antimicrobials (Costerton et al., 1999; Donlan, 2001), the switch towards a persistent 234 
phenotype is still incompletely elucidated. In our work, and as expected, CLSM analyses performed 235 
before any antibiotic exposure, portrayed a biofilm composed of bacterial cells entrapped in a 236 
cohesive and structurally robust matrix made of eDNA and exopolysaccharides (Limoli et al., 237 
2015; Moradali et al., 2017). Consistent with other works, ciprofloxacin induced a rapid decrease 238 
in the bacterial density, followed by a survival of a subpopulation not eradicated despite prolonged 239 
antibiotic exposure (Mulcahy et al., 2010; Pamp et al., 2008; Pawar et al., 2015; Reffuveille et al., 240 
2014). Noticeably, ciprofloxacin exposure induced a deep disruption of the biofilm matrix. It was 241 
recently described that the β-lactam ceftazidime may weaken the polysaccharide matrix synthesis 242 
of P. aeruginosa PAO1 through a reduction in the production of Pel and Psl exopolysaccharides 243 
(Otani et al., 2018). The mechanism of biofilm matrix disruption by ciprofloxacin remains 244 
unknown. Pel, the unique exopolysaccharide produced by P. aeruginosa PA14 (Colvin et al., 245 
2011), is known to cross-link eDNA in the biofilm and is instrumental in its ability to interact with 246 
other key biofilm matrix components. Thus, reducing Pel amount would lead to disrupt the biofilm 247 
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matrix. In our study, both the biovolume of exopolysaccharides and the ratio 248 
exopolysaccharides/total bacterial density markedly decreased after ciprofloxacin exposure. We 249 
therefore propose that the decrease of the mushroom-like structures that we have noticed herein 250 
might come from a lower exopolysaccharides production upon ciprofloxacin exposure. It would be 251 
interesting to further explore the effects of ciprofloxacin on the regulatory cascade leading to Pel 252 
production. 253 
In our model, an important release of DNA was expected after the lysis of biofilm cells induced by 254 
ciprofloxacin exposure according to a previous study (Jakubovics et al., 2013), but a decrease in 255 
the biovolume of eDNA was here observed, together with a reduction in the biovolume of 256 
exopolysaccharides as reported above. Since Pel colocalizes and physically interacts with eDNA 257 
in biofilm (Jennings et al., 2015), it can be suggested that the DNA released could not be retained 258 
and entrapped in the biofilm related to the deep decline in the b-polysaccharides. 259 
Despite such a disruption of the biofilm structure, ciprofloxacin failed to eradicate biofilm as 260 
evidenced by colony counts and live/dead staining. The fluorescence assay, used to evaluate cell 261 
viability (Peeters et al., 2008) and performed on the whole attached biofilm, revealed an intense 262 
cell activity in unexposed biofilm, dramatically reduced after ciprofloxacin exposure. Accordingly, 263 
antibiotic-induced dormancy has been previously shown as presumably one of the mechanisms 264 
involved in the antibiotic tolerance of biofilms (Amato et al., 2014). To further investigate the 265 
molecular mechanisms involved in the switch towards such a reduced metabolic activity after 266 
antibiotic exposure, the expression of stringent response genes was measured directly from biofilm. 267 
As soon as 1 h after the onset of ciprofloxacin exposure, stringent response genes spoT, relA and 268 
lon were largely overexpressed, while expression of virulence genes such as exsA, exsC, exoU and 269 
pcrV encoding for the T3SS was largely unchanged. Stringent response can induce reduced 270 
metabolic activity particularly in biofilm and hence contribute to biofilm tolerance. Indeed, 271 
previous works have demonstrated that a deficient P. aeruginosa double mutant ∆relA∆spoT 272 
impaired in its ability to produce the stringent response signaling compound (p)ppGpp 273 
demonstrated a lower tolerance to ofloxacin (Nguyen et al., 2011; Stewart et al., 2015). Conversely, 274 
the P. aeruginosa T3SS has been shown to essentially act as a pathogenetic and virulence factor 275 
(Diaz and Hauser, 2010). Recently, Li et al. (Li et al., 2016) demonstrated that sub-inhibitory 276 
ciprofloxacin concentrations displayed increased cytotoxicity, depending on the up-regulation of 277 
the T3SS in planktonic cultures. In our biofilm experiment, and after exposure to higher and 278 
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effective ciprofloxacin concentrations, T3SS was not up-regulated. Hence, T3SS didn’t seem to 279 
play a role in antibiotic tolerance in biofilm. In line with these results, it can be suggested that sub-280 
inhibitory antibiotic concentrations might trigger defense mechanisms in which virulence pathways 281 
such as T3SS might be involved, whereas presumably lethal antibiotic concentrations would lead 282 
to a general stress response activation in which starvation strategies such as stringent response 283 
might be “the last hope” for bacterial survival (Andersson and Hughes, 2014; Fajardo and Martínez, 284 
2008; Harms et al., 2016). 285 
Regarding the toxin-antitoxin systems, their role in P. aeruginosa biofilm persistence still remains 286 
elusive (Maisonneuve et al., 2018). Recently, Guo et al. (Guo et al., 2019) demonstrated that HigA, 287 
when produced at a higher level than HigB, repressed virulence gene expression such as mvfR 288 
which controls the synthesis of pyocyanin. Moreover, in the presence of gentamycin or 289 
ciprofloxacin, the Lon protease was activated, leading to the degradation of HigA and the 290 
derepression of higB transcription. During the first stages of ciprofloxacin exposure in our biofilm 291 
model, higA and higB genes were overexpressed all along the experiment and each other at a 292 
comparable level. This result suggests that the antitoxin protein might inhibit her cognate toxin and 293 
act as a transcriptional repressor to control the production of virulence factors. Our results differed 294 
from those of reported by Li et al. (Li et al., 2016) and Guo et al. (Guo et al., 2019) since higA was 295 
upregulated in our work despite a lon overexpression. This difference in the transcriptomic profiles 296 
of toxin-antitoxin system might depend on the experimental conditions retained in the studies. Our 297 
transcriptomic analysis was performed directly from biofilm after exposure to supra-MIC 298 
ciprofloxacin concentrations whereas the studies reported above were achieved in planktonic 299 
cultures after exposure to sub-inhibitory antibiotic concentrations. We therefore assume that either 300 
the HigA degradation will occur after a longer antibiotic exposure in biofilm or that the toxin HigB 301 
does not contribute to biofilm persistence. 302 
An important finding of this study was the change in the gene expression profile that happened 303 
very early after antibiotic exposure, particularly for the stringent response, and that could be 304 
involved in a phenotypic switch towards antibiotic recalcitrance and reduced cell activity. After the 305 
initiation of stringent response, the switch for persistence and then dormancy might be completed, 306 
and stringent response might no longer be essential, as indicated by the decrease of the stringent 307 
response genes expression after an extended ciprofloxacin exposure in our study. Thus, our data 308 
highlighted that the general stress response seemed to be triggered very rapidly after the antibiotic 309 
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treatment. To our knowledge, no other study has reported the dynamic adaptation of P. aeruginosa 310 
over time in biofilm in the presence of ciprofloxacin. 311 
Although this study provides new findings regarding the impact of ciprofloxacin in antibiotic 312 
recalcitrance in biofilm, results should be interpreted with caution. Mimicking the biofilm-life style 313 
of bacteria remains an arduous task (Lebeaux et al., 2013). The results obtained in biofilm models 314 
might largely vary, depending on strain, antibiotic, medium used, and many other experimental 315 
conditions (Macia et al., 2014). Moreover, the P. aeruginosa metabolism depends on numerous, 316 
highly regulated pathways. Thus, a complete transcriptomic profile would have been more 317 
informative. Unfortunately, and like other authors (Jahns et al., 2016), despite repeated attempts 318 
we were not able to extract enough RNA to perform RNAseq analysis. 319 
In summary, the current study demonstrated that ciprofloxacin may be responsible of initial 320 
bacterial killing and disruption of the biofilm matrix. But, concurrently, ciprofloxacin might rapidly 321 
induce an activation of stringent response, a switch towards reduced cell activity and dormancy, 322 
finally driving to antibiotic recalcitrance. Even if this study still does not provide a definitive 323 
mechanistic explanation for the biofilm-related tolerance to antibiotics, it might contribute to a 324 
better understanding of the bacterial phenotypic switch towards persistence during biofilm-related 325 
infections. 326 
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 471 
Figure 1. Confocal laser scanning microscopy (CLSM) analysis of Pseudomonas aeruginosa 472 
cells and β-polysaccharides in biofilm unexposed (A) or exposed to ciprofloxacin during 24 473 
h (B). 474 
CLSM imaging: total cells in green and β-polysaccharides in blue after staining with Syto-9 and 475 
white calcofluor 476 
CLSM analyses:  total cells,  β-polysaccharides,  β-polysaccharides/total bacterial 477 
density ratio 478 
*p<0.05 479 
 480 
 481 
Figure 2. Confocal laser scanning microscopy (CLSM) analysis of Pseudomonas aeruginosa 482 
cells and extracellular DNA in biofilm unexposed (A) or exposed to ciprofloxacin during 24 483 
h (B). 484 
CLSM imaging: total cells in green and extracellular DNA in red after staining with Syto-9 and 485 
DDAO (1,3-dichloro-7-hydroxy-9,9-dimethyl-2(9H)-acridinone) 486 
CLSM analyses:  total cells,  extracellular DNA,  extracellular DNA/total bacterial 487 
density ratio 488 
*p<0.05 489 
 490 
 491 
Figure 3. Confocal laser scanning microscopy (CLSM) analysis of live cells and dead cells in 492 
Pseudomonas aeruginosa biofilm unexposed (A) or exposed to ciprofloxacin during 24 h (B). 493 
CLSM imaging: live cells in green and dead cells in red after staining with the Live/Dead BacLight 494 
Bacterial Viability Kit® 495 
CLSM analyses:  live cells,  dead cells,  live/dead ratio 496 
*p<0.05 497 
 498 
 499 
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Figure 4. Levels of expression of stringent response, toxin-antitoxin and type III secretion 500 
system genes in Pseudomonas aeruginosa biofilm after 1 h and 4 h of ciprofloxacin exposure, 501 
compared with unexposed biofilm 502 
Results represent the means from three independent experiments503 
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Figure S1. Fluorescein production over time in Pseudomonas aeruginosa
biofilms, unexposed or exposed to ciprofloxacin
Error bars represent the standard deviation of the data set (n = 3)
0 30 60 90 120 150 180 210 240
0.1
1
10
time (min)
Absorbance
(log10) 0
8
96
4
256
ciprofloxacin 
concentrations (mg/L)
 0 2 4 6 8 10 12 14 16 18 20 22 24
0
1
2
3
4
5
6
7
8
9
time (h)
to
ta
l c
fu
 (l
og
10
)
Figure S2. Biofilm time-kill curve with ciprofloxacin
The total cfu numbers (log10) are the mean value for three different experiments.
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1.3 Discussion 
Dans ce travail, l’effet de la ciprofloxacine vis-à-vis de différents paramètres structurels 
et fonctionnels d’un biofilm consolidé de P. aeruginosa a été évalué. Une concentration 
présumée efficace de ciprofloxacine a été utilisée, compatible avec les concentrations atteintes 
en pratique clinique et permettant d’atteindre un rapport AUC24h/CMI >125 usuellement 
considéré comme prédictif d’un succès thérapeutique (138, 139). 
La quantification de l’activité cellulaire par FDA mettait en évidence une nette 
réduction de la viabilité cellulaire dès une exposition à 4 mg/L de ciprofloxacine, ce qui 
confortait l’utilisation de cette concentration de ciprofloxacine pour la suite des travaux. 
Comme attendu, et avec une bonne reproductibilité par rapport aux résultats 
précédemment présentés, une réduction bactérienne majeure et rapide était obtenue, suivie 
par la survie de moins de 0,1% de la population bactérienne initiale dès 4 h d’exposition à  
4 mg/L de ciprofloxacine. Là encore conformément à nos résultats antérieurs, aucun mutant 
résistant à la ciprofloxacine n’était isolé, l’ensemble des bactéries survivantes étant associé à 
une CMI de la ciprofloxacine inchangée de 0,125 mg/L. La population bactérienne survivante 
présentait donc les critères de persistance retenus dans la littérature (232). 
Les analyses par microscopie confocale confortaient les résultats obtenus par culture 
des biofilms en ce qui concerne l’activité bactéricide initiale de la ciprofloxacine vis-à-vis des 
bactéries. Mais, de manière bien plus surprenante et, à notre connaissance encore jamais 
décrite, la ciprofloxacine altérait également significativement la structure de la matrice du 
biofilm : les biomasses constituées par les b-polysaccharides et l’ADNe, composants majeurs 
de l’environnement du biofilm, étaient significativement réduites et le biofilm était moins 
dense et moins structuré. La lyse des cellules bactériennes du biofilm est associée à une 
libération d’ADN (169). La réduction de la biomasse constituée par l’ADNe dans notre modèle 
de biofilm, après le traitement par ciprofloxacine qui entrainait une destruction de cellules 
vivantes, était donc inattendue, une augmentation de la biomasse composée par l’ADNe étant 
plutôt anticipée. Au sein du biofilm l’ADNe est lié aux exopolysaccharides (170), ainsi, la 
dégradation accrue des exopolysaccharides après exposition à la ciprofloxacine dans notre 
modèle pourrait empêcher que l’ADN libéré de la lyse des cellules bactériennes ne soit retenu 
au sein de la matrice et favoriser ainsi son élimination. Concernant l’effet de la ciprofloxacine 
sur les exopolysaccharides de la matrice, il pourrait s’agir d’une diminution de la production 
des exopolysaccharides par les cellules du biofilm. 
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Cependant, malgré la déstructuration considérable de la matrice du biofilm, facilitant 
probablement davantage la diffusion de la ciprofloxacine au sein des couches profondes du 
biofilm, des bactéries survivaient toujours. Au vu de ces résultats, « l’effet barrière » de la 
matrice extracellulaire, possiblement profondément altéré par la ciprofloxacine, ne permettait 
pas d’expliquer la persistance des bactéries au sein du biofilm après un traitement par 
ciprofloxacine. 
 La régulation du biofilm en réponse à un stress antibiotique semble impliquer de 
multiples voies de régulation, encore incomplètement décrites, et impliquant notamment la 
réponse stringente, la réponse SOS, et possiblement des systèmes TA (163, 276, 278).  
Dans notre travail, l’étude transcriptomique de certains déterminants de la persistance 
suggérait un ralentissement métabolique après exposition à la ciprofloxacine. L'expression 
génique en biofilm variait au cours de l’exposition à la ciprofloxacine. La surexpression des 
gènes de la réponse stringente était observée dès 1 h d’exposition antibiotique suggérant une 
activation très précoce des gènes de cette voie métabolique dont l’expression diminuait après 
4 h d’exposition à la ciprofloxacine. L’activation très rapide des gènes spoT et relA favoriserait 
ainsi la synthèse de (p)ppGpp, second messager impliqué dans la persistance en biofilm, pour 
aboutir à l’activation de la protéase Lon, qui pourrait jouer un rôle central vis-à-vis des 
systèmes TA. 
 Chez P. aeruginosa PA14, l’activation du système TA HigB/HigA a été décrite 
favorisant l’activité du SST3 et son action cytotoxique, après exposition à des concentrations 
sub-inhibitrices de ciprofloxacine pendant 30 min en culture planctonique (289). Dans notre 
modèle de biofilm, après une exposition à des concentrations létales de ciprofloxacine pendant 
1 h et 4 h, les gènes higB et higA étaient tous deux surexprimés, à un niveau équivalent, tandis 
qu’aucune variation significative des gènes du SST3 n’était observée. Nos résultats suggèrent 
que l’antitoxine, pourrait ainsi continuer d’inhiber l’action de la toxine, comme à l’état de base, 
dans nos conditions d’expérimentation. Ainsi, soit la dégradation de HigA pourrait intervenir 
pour une exposition plus prolongée de ciprofloxacine soit la toxine HigB pourrait être peu 
impliquée dans la persistance en biofilm dans ce modèle. Le rôle du système TA HigB/HigA 
au sein du biofilm semblait ainsi encore incertain. 
 Le SST3, facteur de virulence majeur responsable de l’effet cytotoxique de P. aeruginosa, 
n’était exprimé ni après 1 h ni après 4 h d’exposition à la ciprofloxacine tandis que la réponse 
stringente, voie de régulation déterminante de la persistance bactérienne, était précocement 
activée après exposition à la ciprofloxacine. Néanmoins, l’expression des gènes de la réponse 
stringente diminuait après un traitement plus prolongé par ciprofloxacine nous laissant penser 
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que l’activation de la réponse stringente permettait d’initier le ralentissement métabolique des 
cellules qui pourraient se trouver ensuite dans un état de dormance. 
 Il a été choisi d’étudier le SST3 en raison de la description récente de son possible lien 
avec le système TA HigB/HigA dont le rôle dans la persistance en biofilm reste à élucider.  
De plus, le SST3 étant avant tout un facteur de virulence chez P. aeruginosa, il n’était pas 
attendu de surexpression dans les conditions de stress du mode de vie en biofilm, et encore 
moins dans les conditions de la persistance sous ciprofloxacine. Comme seules trois voies 
métaboliques ont pu être explorées, le SST3 permettait dans le même temps de valider 
l’augmentation sélective, en biofilm, de l’expression des autres voies métaboliques. Le nombre 
de gènes étudiés était en effet limité. Car si l’approche transcriptomique paraît intéressante 
pour l’analyse des processus dynamiques et réversibles qui ont lieu en biofilm, la forte 
réduction des concentrations bactériennes secondaire à l’exposition à des concentrations 
supra-CMI de ciprofloxacine limitait les quantités d’ARN qui pouvaient être extraites.  
Ainsi, dans notre travail et pour ces raisons techniques, il ne nous a pas été possible d’analyser 
ces mêmes voies de régulation pour des expositions plus prolongées de ciprofloxacine, ni 
d’explorer d’autres systèmes de régulations. Néanmoins, l’analyse de l’expression génique 
directement en biofilm, sans étape de subculture, permettait d’émettre des hypothèses quant 
au processus d’adaptation qui pourrait conduire à la persistance bactérienne en réponse à un 
stress antibiotique. 
 D’autres réserves peuvent être apportées aux résultats de ce travail. En effet, les 
marquages utilisés pour les analyses par microscopie confocale peuvent être aspécifiques, 
entrainant un bruit de fond important qui peut fausser la quantification des composants.  
Le DDAO, notamment, qui a été utilisé dans notre travail pour marquer l’ADNe, ne serait pas 
totalement spécifique et pourrait également se fixer sur l’ADN intracellulaire (300).  
Par ailleurs, la proportion de cellules altérées dans le biofilm avant exposition à la 
ciprofloxacine était relativement élevée. Cela peut être dû à plusieurs paramètres.  
Tout d’abord, il s’agissait dans notre modèle d’un biofilm mature au sein duquel il existait 
probablement un processus continu de renouvellement du biofilm générant des cellules 
mortes. Ensuite, l’iodure de propidium pourrait avoir une affinité plus importante que le  
Syto-9 pour l’ADN, et entrainer une légère surestimation de la proportion des cellules mortes 
(301). Enfin, le recours au marquage des bactéries nécessite des étapes de lavages pouvant 
conduire au détachement et à la perte d’une partie du biofilm. 
 Néanmoins, la synthèse de l’ensemble de ces résultats, obtenus par l’intermédiaire de 
tests in vitro fondamentalement différents, et cohérents entre eux, montre la capacité initiale 
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de la ciprofloxacine à agir sur différents paramètres d’un biofilm consolidé de P. aeruginosa. 
Malgré la déstructuration considérable de la matrice extracellulaire du biofilm après 
exposition à la ciprofloxacine, celle-ci ne permet pas à elle seule d’éradiquer le biofilm.  
Ces résultats continuent de conforter l’hypothèse de la persistance bactérienne en biofilm 
comme mécanisme prédominant d’échappement à la ciprofloxacine, en lien avec une 
activation de la réponse stringente. D’autres stratégies thérapeutiques doivent être envisagées. 
L’association de la ciprofloxacine à des molécules qui cibleraient la réponse stringente pourrait 
être une alternative intéressante.
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2. Rôle de la diversité phénotypique en biofilm 
2.1 Contexte 
La majorité des revues de la littérature portant sur la population en biofilm évoque la 
préexistence d’une fraction de la population bactérienne génétiquement identique aux autres, 
mais capable d’évoluer sous pression environnementale vers des cellules persistantes.  
Il apparaît également que le métabolisme des bactéries en superficie du biofilm diffère 
notablement de celui des cellules plus en profondeur. Ainsi, comme affirmé par Allison et al. 
(302), la population au sein d’un biofilm ne peut-elle être considérée comme une entité 
homogène mais plutôt comme un ensemble de sous-populations issues de différents 
mécanismes. Relativement pathognomoniques des populations bactériennes en biofilm, les 
SCV, observés à de multiples reprises dans nos travaux, représentent une de ces sous-
populations bactériennes, identifiable en culture, et qui a parfois été incriminée, dans des 
travaux antérieurs portant sur d’autres espèces bactériennes, comme responsable de l’échec 
des traitements, sans que le lien entre SCV et persistance ne soit jamais fait.  
Dans une publication récente, Ciofu et Tolker-Nielsen (225) dressent un large panorama des 
mécanismes de tolérance et de résistance qui sont impliqués dans l’adaptation, la survie, et 
l’échappement de P. aeruginosa vis-à-vis des traitements antibiotiques en biofilm.  
Cependant, aucun élément de discussion sur la diversité phénotypique et plus spécifiquement 
sur la contribution éventuelle des SCV à la persistance et à l’échec des traitements antibiotiques 
en biofilm chez P. aeruginosa n’apparaît dans ce travail. A la lumière d’une analyse de la 
littérature, des observations menées lors de nos travaux précédemment présentés et de travaux 
non encore publiés, nous avons souhaité apporter un complément de discussion à la revue de 
la littérature de ces auteurs. 
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A Commentary on
Tolerance and Resistance of Pseudomonas aeruginosa Biofilms to Antimicrobial Agents-How
P. aeruginosa Can Escape Antibiotics
by Ciofu, O., and Tolker-Nielsen, T. (2019). Front. Microbiol. 10:913. doi: 10.3389/fmicb.2019.00913
In a recent article published in Frontiers in Microbiology, Ciofu and Tolker-Nielsen (2019), oﬀered Q4
a comprehensive and didactic review on how Pseudomonas aeruginosa escapes antibiotic therapy
in biofilms through tolerance and resistance mechanisms. Though their paper provided a wide Q6
panorama of the current knowledge in this field, we assume that the role of small colony variants
(SCV) regarding antibiotic failure could have been discussed.
SCV are a phenotypic subset of the bacterial population surviving in biofilms. They have
been described in chronic, persistent and recurrent biofilm-based infections, particularly in cystic
fibrosis but also in chronic wound or device-related infections (Häussler et al., 2003; Proctor et al.,
2006; Tielen et al., 2014; Johns et al., 2015). They were particularly well-described in Staphylococcus
aureus (Proctor et al., 1995, 2006; von Eiﬀ et al., 2006; Masoud-Landgraf et al., 2016), but were also
identified in other species such as Pseudomonas aeruginosa (Häussler, 2004). P. aeruginosa SCV
have a high biofilm-forming capacity and reduced swimming, swarming and twitching motilities
(Déziel et al., 2001). They also have an increased expression of the psl and pel loci, encoding for Psl
and Pel exopolysaccharides, that together with extracellular DNA form the biofilm matrix (Kirisits
et al., 2005). Other studies reported that SCV emerged in biofilm cultures before any antibiotic
exposure, and were not the sole bacterial population surviving antibiotic treatment (Déziel et al.,
2001; Drenkard and Ausubel, 2002; Gloag et al., 2019). Because SCV constitute an adaptation of
the parental strain to biofilm growth, contribute to biofilm production, and are encountered in
situations where P. aeruginosa escapes antibiotics, their role in antibiotic failure through resistance
mechanisms, tolerance mechanisms, or both can be questioned.
Recently, Balaban et al. (2019) recalled the definitions of antibiotic resistance and antibiotic
tolerance in a consensus statement. Resistance is the ability of bacteria to replicate in the presence
of antibiotic, whereas tolerance is the capability of a population to survive exposure to a bactericidal
antibiotic without an increase in the MIC. The combination of both mechanisms in biofilms, has
been named “recalcitrance” by Lebeaux et al. (2014).
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In specific situations, the biofilm growth might favor the
selection of resistant mutants. As a fact, the exopolysaccharide
matrix might reduce the diﬀusion in the deepest layers of the
biofilm of some antibiotics such as aminoglycosides (Tseng et al.,
2013). Bacterial cells entrapped into the matrix might hence
be exposed to sub-inhibitory antibiotic concentrations, and
resistant mutants might emerge (Kohanski et al., 2010; Jørgensen
et al., 2013). In a study by Drenkard and Ausubel (2002), P.
aeruginosa SCV with higher MICs toward aminoglycosides were
recovered in sputum samples of cystic fibrosis patients treated
with aminoglycoside-based antibiotic regimen. The mechanism
of such increase in the MIC for SCV was not elucidated. As
compared to the parent strain, the reduced susceptibility of
SCV to aminoglycosides might result from increased interactions
between positively charged aminoglycosides and negatively
charged matrix components such as extracellular DNA (Chiang
et al., 2013). But in this study as well as in others, the MICs
increased only for aminoglycosides and not for fluoroquinolones
or β-lactams (Singh et al., 2009; Wei et al., 2011).
However, the environmental conditions associated with
biofilm growth (oxygen and nutrients limitations) mostly favor
the expression of tolerance mechanisms (Walters et al., 2003;
Borriello et al., 2004). Among the tolerant cells encountered in
biofilms, persister cells are of particular interest (Lewis, 2010;
Fauvart et al., 2011; Lebeaux et al., 2014). In various time-
kill assays in P. aeruginosa biofilm models, a biphasic killing
curve, the hallmark of persistence, was observed after antibiotic
exposure (Mulcahy et al., 2010; Benthall et al., 2015; Rojo-
Molinero et al., 2016). Despite prolonged exposure at high
antibiotic doses, viable, and culturable cells were still present
in the biofilm while no resistant mutant was detected. Using
high doses of antibiotic known to diﬀuse in the depth of the
biofilm, such as ciprofloxacin (Walters et al., 2003; Rodríguez-
Martínez et al., 2007), it is likely that antibiotic concentrations
rapidly exceeded the mutation prevention concentration, so that
pre-existing spontaneous resistant mutants might be eradicated.
Regarding tolerance, the role of SCV in biofilm has not been
specifically studied even for S. aureus. Singh et al. (2009), in
a membrane-supported biofilm model, observed the emergence
of S. aureus SCV among persister cells after treatment with
ciprofloxacin, but not after treatment with amikacin, cefotaxime,
oxacillin, or vancomycin. To what extent SCV contribute to
Q9
biofilm persistence remains unelucidated.
From this analysis of the literature, we assume, in accordance
with Ciofu and Tolker-Nielsen (2019) that resistance and
tolerance mechanisms can both be expressed in biofilm
infections. Those two ways for P. aeruginosa to escape
antibiotics depend on diﬀerent triggers. Sub-inhibitory antibiotic
concentrations and active cell division favor the selection
of genetically divergent resistant mutants. Conversely, lethal
antibiotic concentrations trigger tolerance mechanisms, through
a phenotypic adaptation, toward what could be called the “last
hope bacterial response for survival” (Fajardo and Martínez,
2008; Andersson and Hughes, 2014). This phenotypic adaptation
combines stress response activation depending on starvation
strategies such as stringent response, SOS response or other
metabolic pathways (Harms et al., 2016). SCV are part of
these antibiotic-recalcitrant biofilm and for sure have specific
metabolic characteristics, the increased exopolysaccharidematrix
production being at the forefront (Harmsen et al., 2010; Moradali
et al., 2017). Whether SCV behave diﬀerently than their parental
strain regarding resistant mutants or persister cells emergence
can to date not be ensured and needs further investigation.
However, SCV might play a key role in the expression of
persistence mechanisms, through their part in the biofilm
structure, and may largely contribute to the environmental
conditions associated with antibiotic recalcitrance.
In a daily practice, P. aeruginosa SCV can be detected on plate
cultures. In most cases, they attest the presence of biofilm-related
infection. SCV testing with usual antimicrobial susceptibility
testing methods is also feasible, but little diﬀerence is expected
regarding antimicrobial susceptibility between SCV and other
bacterial populations entrapped in the biofilm. Nevertheless,
informing clinicians of the presence of SCV seems crucial,
as a signal that conditions are gathered for P. aeruginosa to
escape antibiotics.
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2.3 Discussion 
Des variations phénotypiques sont décrites dans des situations d’infections chroniques 
telles que les infections pulmonaires chez les patients atteints de mucoviscidose, les infections 
ostéo-articulaires persistantes, les surinfections de plaies chroniques ou encore les infections 
sur matériel (303–307). 
Les SCV ont été davantage étudiés chez S. aureus. Pour P. aeruginosa, ces variants 
phénotypiques ont surtout été associés aux infections pulmonaires chez les patients atteints 
de mucoviscidose, corrélés à une évolution clinique moins favorable (308). Le développement 
d’un biofilm pour P. aeruginosa pourrait favoriser l’émergence de SCV (260, 309) qui ne 
représenteraient pour autant pas la totalité de la population bactérienne survivant en biofilm 
(256). 
Les caractéristiques phénotypiques des SCV sont bien décrites dans la littérature (310). 
Les dimensions des colonies sont réduites par rapport à la souche parentale initiale, et leur 
une capacité à former un biofilm ainsi qu’à produire de la matrice exopolysaccharidique est 
accrue (255, 309). Starkey et al. (311) ont rapporté l’activation des gènes pel et psl codant pour 
les polysaccharides Pel et Psl, constitutifs de la matrice extracellulaire du biofilm de  
P. aeruginosa, pour les SCV. Dans l’étude de Kirisits et al. (260) les motilités de type swarming, 
swimming et twitching étaient également diminuées pour les SCV. Les motilités de type 
swarming et swimming sont associées aux flagelles qui interviennent dans les étapes précoces 
de formation du biofilm et notamment l’adhésion à la surface tandis que le twitching est lié 
aux pili de type IV qui ont un rôle dans l’adhésion irréversible et la formation de microcolonies 
(12, 174). Starkey et al. (311) ont décrit une sous-expression, pour les SCV, des gènes codant 
pour les pili et flagelles. 
Dans un travail personnel dont les données ne sont pas encore publiées, des SCV et des 
colonies plus larges ont été isolés d’un biofilm in vitro de P. aeruginosa formé sur cathéter 
urinaire. La formation de biofilm et la production de matrice exopolysaccharidique des SCV 
étaient augmentées, et les trois types de motilité (swarming, swimming et twitching) étaient 
réduites par rapport à la souche parentale initiale et aux autres colonies isolées du biofilm. 
Compte-tenu des caractéristiques phénotypiques décrites, à la fois les larges colonies et les 
SCV participeraient ainsi à la constitution du biofilm, les larges colonies permettant la 
colonisation et l’adhésion à de nouvelles surfaces et les SCV contribuant sans doute pour une 
large part à la formation de la matrice extracellulaire du biofilm. 
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Dans notre modèle, les SCV étaient présent au sein du biofilm avant toute exposition 
antibiotique. La variation phénotypique semblait ainsi être davantage liée à l’adaptation des 
bactéries au mode de vie en biofilm plutôt qu’à la pression antibiotique. 
 Dans notre biofilm in vitro de P. aeruginosa sur cathéter urinaire qui était exposé à de 
fortes concentrations de ciprofloxacine, de 100 à 1000 fois la CMI de la ciprofloxacine pour la 
souche étudiée (0,125 mg/L), à nouveau, l’éradication de P. aeruginosa n’était pas obtenue et 
une population de cellules persistantes survivait, pour laquelle la CMI de la ciprofloxacine 
était inchangée. Parmi les cellules survivantes, la même dissociation de colonies en deux 
morphotypes, SCV et des colonies plus larges identiques à celles de la souche parentale PA14, 
était notée, avec des caractéristiques phénotypiques semblables à celles observées avant 
exposition antibiotique. Les CMI de la ciprofloxacine pour les SCV étaient également 
inchangées après exposition antibiotique. Dans des travaux antérieurs (308, 312), des 
augmentations de CMI pour les SCV étaient rapportées pour les aminosides tandis que les 
CMI des fluoroquinolones et de certaines β-lactamines n’étaient que peu modifiées. Comme 
discuté dans notre proposition de publication, une hypothèse pourrait donc être que la 
capacité de ces variants à former davantage de biofilm favoriserait les interactions entre des 
composés de la matrice du biofilm chargés négativement (comme l’ADNe) et les aminosides 
chargés positivement, limitant ainsi leur action. Les SCV participeraient ainsi à l’échec des 
traitements en biofilm davantage du fait de leur capacité accrue à former du biofilm que d’une 
résistance antibiotique acquise à proprement parler. Ainsi, si les SCV font partie de la  
sous-population persistante en biofilm, l’échec des traitements en biofilm ne semble pas 
pouvoir être entièrement attribué aux seuls SCV. 
 Des analyses transcriptomiques ont été effectuées à partir des SCV isolés de biofilm 
dans des travaux précédents. Comme décrit plus haut, les gènes qui codent pour les 
exopolysaccharides Pel et Psl étaient surexprimés tandis que les gènes qui codent pour les 
flagelles étaient eux sous-exprimés (311). De façon plus surprenante, le SST3, ainsi que ses 
effecteurs étaient surexprimés dans le travail de Von Gotz et al. Cette surexpression était 
associée à une cytotoxicité accrue vis-à-vis des macrophages et une augmentation de la 
virulence dans un modèle in vivo d’infection respiratoire chez la souris (313). Ce résultat peut 
paraître étonnant dans la mesure où les SCV sont décrits pour être associés à des infections 
chroniques, persistantes et récurrentes ; situations dans lesquelles les voies métaboliques qui 
favorisent le ralentissement des activités cellulaires seraient plutôt activées au détriment des 
facteurs de virulence. 
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 De nombreuses interrogations subsistent concernant la contribution des SCV dans 
l’échec des traitements antibiotiques en biofilm. Si les travaux s’accordent sur leur capacité 
accrue à former davantage de biofilm, moins de données existent concernant leurs mécanismes 
d’adaptation aux stress environnementaux, leur activité métabolique, et leur rôle dans la 
résistance et la tolérance aux antibiotiques. 
 La population persistante est une entité hétérogène constituée de bactéries issues de 
différents mécanismes, en réponse aux stress environnementaux et antibiotiques en biofilm. 
Même si Ciofu et Tolker-Nielsen (225), ainsi que d’autres auteurs (40, 163, 276, 278), ont décrit 
de façon détaillée, dans des revues de la littérature, les mécanismes de résistance et de 
tolérance qui existent en biofilm pour permettre aux bactéries d’échapper aux traitements 
antibiotiques, des travaux expérimentaux, directement réalisés à partir du biofilm, manquent 
encore. Des études doivent en effet être menées sur un plus grand nombre de souches, dans 
divers modèles de biofilm standardisés, en réponse à plusieurs familles d’antibiotiques, 
s’intéressant à la fois à la population persistante dans son ensemble et aux différentes  
sous-populations afin de mieux décrire l’adaptation bactérienne en biofilm.
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DISCUSSION GÉNÉRALE ET PERSPECTIVES 
Les progrès considérables réalisés au cours des dernières décennies n’ont pas encore 
permis le traitement efficace et conservateur des infections en biofilm, et notamment des 
infections de dispositifs médicaux. Le diagnostic des infections en biofilm reste difficile et peu 
adapté, les alternatives thérapeutiques peu nombreuses et les recommandations de prise en 
charge des infections en biofilm peu détaillées dans la littérature (84). L’objectif de nos travaux 
a donc été d’évaluer différentes stratégies thérapeutiques dans un modèle in vitro de biofilm 
de P. aeruginosa, et d’explorer les mécanismes de l’échec microbiologique de ces traitements 
en biofilm. 
Nos travaux ont confirmé la complexité à traiter les infections en biofilm à  
P. aeruginosa. Malgré une exposition prolongée, à des antibiotiques diffusant largement en 
biofilm, bactéricides, utilisés seuls ou en association (simultanément ou de manière 
séquentielle), à des doses permettant d’atteindre des objectifs PK/PD optimaux, des bactéries 
survivaient toujours en biofilm. L’acquisition de résistance par mutation des cibles des 
antibiotiques ou par surexpression de mécanismes d’efflux ne semblait pas expliquer cet échec 
en biofilm. 
La tolérance des bactéries qui se développe vis-à-vis des antibiotiques, en biofilm, est 
désormais bien admise (225). Les bactéries survivantes isolées dans notre modèle de biofilm 
in vitro après exposition antibiotique répondaient aux caractéristiques des cellules persistantes 
récemment rappelées par Balaban et al. (314): capables de survivre sans se multiplier malgré 
des concentrations d’antibiotiques létales en culture planctonique, représentant une faible 
proportion de la population bactérienne initiale (généralement moins de 0,1%), et pouvant se 
multiplier à nouveau après arrêt du traitement antibiotique. 
L’environnement au sein d’un biofilm est dynamique, hétérogène et variable, 
dépendant des conditions environnementales. L’hétérogénéité physico-chimique au sein du 
biofilm contribue à l’hétérogénéité phénotypique et métabolique des populations bactériennes 
en biofilm La coexistence de sous-populations issues de différents mécanismes au sein d’un 
biofilm est décrite dans la majorité des revues de la littérature. Néanmoins, les déterminants 
qui aboutissent à l’état de persistance de certaines sous-populations bactériennes du biofilm, 
tandis que d’autres seront rapidement tuées par un antibiotique bactéricide, restent 
incomplètement élucidés à l’heure actuelle, notamment pour P. aeruginosa. La capacité pour 
une bactérie d’évoluer vers un état de persistance fait l’objet de diverses hypothèses dans la 
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littérature : sélection génétique ou variations phénotypiques transitoires. Chez E. coli, deux 
mutations dans le gène hipA du système TA de type II HipA/HipB ont été identifiées et 
conduisaient à la formation d’un plus grand nombre de cellules persistantes après exposition 
antibiotique (283). Ce constat soutiendrait l’hypothèse que seule une fraction des populations 
bactériennes, dotée d’un équipement génétique spécifique, pourrait, sous l’influence d’un 
environnement hostile, activer des voies génétiques spécifiques, pour persister et survivre, les 
autres bactéries étant éradiquées. À l’inverse, chez P. aeruginosa, aucun support génétique 
spécifique associé à la persistance n’a jusqu’alors été mis en évidence. L’hypothèse serait alors 
que toutes les souches de P. aeruginosa aurait la capacité, sous l’effet d’une pression 
environnementale très particulière, d’évoluer vers des cellules persistantes. Ce sont alors les 
conditions environnementales qui seraient très spécifiquement à l’origine de l’activation des 
voies métaboliques de la persistance. Nos travaux semblent orienter davantage vers cette 
hypothèse, puisque le phénomène était observé pour des souches cliniques différentes, non 
spécifiquement sélectionnées pour leur capacité à persister. Les sous-populations réplicatives, 
actives métaboliquement, préférentiellement situées à la surface du biofilm, ou le long de 
canaux permettant la pénétration de l’oxygène et des nutriments, seraient alors éradiquées. 
Les sous-populations, génétiquement identiques, enchâssées plus profondément dans le 
biofilm, dont le métabolisme serait de ce fait différent, seraient réfractaires à l’activité 
antibiotique. 
L’exposition antibiotique pourrait dès lors être un « révélateur », éradiquant les 
bactéries restées sensibles, et permettant alors d’isoler la sous-population persistante existant 
préalablement à l’exposition antibiotique. Nos travaux laissent à penser que l’exposition 
antibiotique est un facteur déterminant de l’exposition environnementale hostile qui pourrait 
amplifier les voies métaboliques de la persistance. L’activation précoce, dès 1 h d’exposition 
aux antibiotiques, de voies métaboliques spécifiques et tout particulièrement de la réponse 
stringente, soutient cette hypothèse. 
L’exploration de voies métaboliques spécifiques, et leur cinétique au cours de 
l’exposition antibiotique a été réalisée par qRT-PCR directement à partir du biofilm, dans les 
conditions spécifiques de sélection de cellules persistantes et sans culture intermédiaire. Il 
s’agissait là d’une expérimentation qui a été jusqu’alors peu décrite dans la littérature pour 
des expositions à des concentrations antibiotiques supra-inhibitrices vis-à-vis de biofilms 
constitués. L’analyse transcriptomique paraît être un outil adapté à l’étude des populations 
persistantes en biofilm pour lesquelles les mécanismes mis en jeu semblent être dynamiques 
et réversibles. Dans nos travaux, les profils d’expression génique, en biofilm, après une 
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exposition à la ciprofloxacine, qui étaient en faveur d’une activation de la réponse stringente, 
variaient au cours de l’exposition à la ciprofloxacine. Il pourrait ainsi exister une expression 
temporelle des gènes en réponse à un stress antibiotique, qui, au-delà d’un seuil de pression 
antibiotique, pour une partie de la population bactérienne, pourrait favoriser le « switch 
phénotypique » permettant aux bactéries de survivre et de persister en présence de 
concentrations létales d’antibiotiques. L’étude de plusieurs mutants dans différents travaux 
ont montré qu'un certain nombre de gènes (tels que rpoS, spoT, relA, dksA, algR, pilH) et donc 
de multiples voies de régulation, seraient impliqués dans la persistance de P. aeruginosa (281, 
315, 316). 
Notre travail n’a malheureusement pu cibler qu’un nombre limité de voies 
potentiellement impliquées dans la persistance en biofilm. En effet, la forte réduction des 
concentrations bactériennes, secondaire à l’exposition à des concentrations supra-inhibitrices, 
limitait fortement les quantités d’ARN extraites et donc le nombre de gènes potentiellement 
analysés. Dans ce domaine, de nombreux efforts restent à fournir pour améliorer les procédés 
d’extraction de l’ARN en biofilm et envisager des analyses par RNA sequencing dans ces 
conditions de stress antibiotique, particulièrement exigeantes. Les méthodes de protéomique 
sont confrontées aux mêmes limites techniques lorsqu’il s’agit d’analyser la persistance en 
biofilm après exposition à des concentrations létales d’antibiotiques. Les techniques de 
séquençage haut débit qui se sont développées de façon exponentielle ces dernières années ne 
semblent pas être adaptées à l’étude de la tolérance en biofilm où les mécanismes 
d’échappement aux traitements antibiotiques semblent être versatiles et non liés à des 
modifications géniques. 
L’approche transcriptomique, contribue à la compréhension des mécanismes qui se 
déroulent au sein du biofilm, mais, utilisée isolément, analyse le biofilm dans son ensemble, 
sans prendre en compte la diversité des populations au sein du biofilm, susceptibles d’avoir 
des profils d’expression génique radicalement différents. Des techniques permettant de 
prendre en compte l’hétérogénéité des populations dans le biofilm apporteraient sans doute 
des informations complémentaires précieuses, permettant de n’analyser qu’une fraction de la 
population en biofilm (populations en surface ou en profondeur du biofilm, populations 
actives métaboliquement ou non…). En l’absence de technique parfaitement adaptée à l’étude 
des traitements antibiotiques en biofilm, il paraît indispensable de confronter différentes 
techniques d’analyses, à la fois phénotypiques, moléculaires et microscopiques permettant 
ainsi d’obtenir des données complémentaires s’agissant d’un environnement variable et 
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hétérogène. L’apparition de nouvelles techniques, telles que la spectroscopie infra-rouge ou la 
PCR digitale, pourraient ouvrir de nouvelles perspectives dans l’étude du biofilm. 
 Il n’existe pas, à l’heure actuelle, de recommandation thérapeutique spécifique 
concernant les modalités de traitement antibiotique des infections en biofilm. L’analyse de la 
littérature et de nos résultats, dans la grande limite de l’extrapolation à partir d’un unique 
modèle in vitro et d’un nombre limité de souches, permettent de suggérer quelques 
d’orientations. Dans les travaux de recherche, conditions de vie planctoniques et en biofilm 
sont schématiquement opposées, tandis qu’il existe probablement dans la pratique clinique un 
continuum entre une composante planctonique et une composante en biofilm au cours des 
infections de dispositifs médicaux. Le recours à une bithérapie parait alors utile, à la phase 
initiale des infections à P. aeruginosa, afin notamment de limiter la sélection de mutants 
résistants, et notamment en probabiliste, tant que les profils de sensibilité aux antibiotiques 
des souches ne sont pas définis et donc la présence d’éventuels efflux ignorés. Dans un second 
temps, nous observions à la fois un épuisement de l’activité des antibiotiques au cours du 
temps en biofilm comme en témoignait les courbes de réduction bactérienne biphasiques et 
cela même avec des bithérapies d’antibiotiques, mais aussi une diminution importante de la 
biomasse constituée des exopolysaccharides et de l’ADNe après un traitement par 
ciprofloxacine. La poursuite par une monothérapie de ciprofloxacine pour le traitement d’une 
infection en biofilm à P. aeruginosa, limitant les effets toxiques liés à l’usage d’un second 
antibiotique tels que les aminosides, parait dès lors théoriquement être une option 
envisageable, sans que cela occasionne de sélection de mutants résistants. 
 Pour autant, malgré l’optimisation de leur administration, la ciprofloxacine et plus 
largement l’ensemble des antibiotiques actuellement disponibles ne semblent pas permettre à 
eux seuls de traiter efficacement une infection constituée en biofilm à P. aeruginosa. Dans nos 
travaux, de manière inattendue, la ciprofloxacine induisait une altération de la matrice 
exopolysaccharidique, déstructurant le biofilm. Si un tel effet était reproductible, pour d’autres 
pathogènes, et d’autres biofilms, il pourrait contribuer à expliquer l’avantage à utiliser des 
fluoroquinolones pour le traitement de certaines infections de matériel étranger à bacille Gram 
négatif. Par cette altération de la structure du biofilm, il eut été possible d’espérer supprimer 
l’effet « barrière » du biofilm, que les conditions environnementales en soient modifiées, que 
les populations bactériennes survivantes adoptent de ce fait un mode de vie plus proche du 
mode de vie planctonique, et retrouvent ainsi un certain niveau de sensibilité aux 
antibiotiques. Pourtant, l’exposition secondairement à de la tobramycine n’améliorait pas 
l’efficacité du traitement. Il peut ainsi être suggéré que la première exposition antibiotique 
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pourrait favoriser l’adaptation des bactéries en biofilm, induire le ralentissement de l’activité 
cellulaire, et entrainer l’inhibition de plusieurs cibles antibiotiques telles que la synthèse des 
protéines, la réplication de l'ADN, pour finalement empêcher l’action des différentes familles 
d’antibiotiques. De ce fait, les pistes de recherche non antibiotiques, qui ciblent les voies 
métaboliques de la persistance en biofilm, semblent davantage prometteuses, potentiellement 
en association aux antibiotiques (317). Ainsi, dans l’étude de Reffuveille et al., un peptide 
antimicrobien, qui agit en se liant au messager secondaire (p)ppGpp et provoque sa 
dégradation (318), pouvait, en association avec la ciprofloxacine, à la fois inhiber la formation 
de biofilm et tuer les cellules vivantes au sein d’un biofilm organisé de P. aeruginosa (222). La 
complexité des systèmes de régulation de P. aeruginosa imposera sans doute encore de 
nombreuses étapes dans les processus de découverte et de validation de nouvelles 
thérapeutiques anti-biofilm avant que puissent être laissés en place les dispositifs médicaux 
infectés, mais elle offre également de nombreuses pistes thérapeutiques. 
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CONCLUSION 
L’analyse de la littérature et les travaux présentés dans ce mémoire incitent à accorder 
une place prépondérante à la persistance bactérienne comme mécanisme majeur de 
l’échappement aux antibiotiques de P. aeruginosa en biofilm.  Dans ce modèle, l’intérêt de la 
bithérapie d’antibiotiques au cours d’une infection en biofilm semblait limité à la prévention 
de l’émergence de mutants résistants dans la fraction planctonique de l’infection. Le traitement 
antibiotique, quelles qu’en soient les modalités étudiées, en mono- ou bithérapie, et que les 
souches expriment un efflux ou non, permettait la réduction des concentrations bactériennes 
en biofilm, mais pas l’éradication complète du biofilm. La ciprofloxacine, malgré un effet 
inattendu de déstructuration du biofilm, induisait des modifications métaboliques rendant les 
cellules survivantes tolérantes aux antibiotiques. L’activation précoce de la réponse stringente 
semblait être une des voies métaboliques impliquées dans l’induction de ce mécanisme de 
persistance. Si d’autres combinaisons et modalités d’administration des antibiotiques 
pourraient encore être évaluées, des pistes thérapeutiques ciblant sélectivement les voies de la 
persistance semblent plus prometteuses. 
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Exploration de l’adaptation de Pseudomonas aeruginosa en biofilm : rôle dans 
l’échec des traitements antibiotiques 
 
Résumé 
 
Les infections en biofilm, notamment de dispositifs médicaux, mettent fréquemment en échec les 
traitements antibiotiques, imposant le retrait du matériel. Pseudomonas aeruginosa s’est imposé comme 
le pathogène-type des infections en biofilm. Pour explorer les déterminants de l’échec du traitement 
antibiotique en biofilm, un modèle de biofilm in vitro à P. aeruginosa exposé à des doses  
supra-inhibitrices d’antibiotiques a été développé. En culture planctonique, une bithérapie de 
ciprofloxacine et d’amikacine permettait de prévenir la sélection de mutants résistants pour des souches 
de P. aeruginosa de sensibilité diminuée à la ciprofloxacine ou à l’amikacine par surexpression d’efflux.  
En biofilm, l’association de la ciprofloxacine et de l’amikacine, administrées simultanément ou 
séquentiellement, n’était pas supérieure aux monothérapies, permettant une réduction bactérienne, 
mais pas d’éradication complète du biofilm. Quelles que soient les souches (sauvages ou exprimant un 
efflux) et l’antibiotique, l’échec microbiologique en biofilm était lié à la sélection de cellules persistantes, 
tolérantes aux antibiotiques. La ciprofloxacine induisait des modifications importantes de la structure 
du biofilm avec une réduction considérable des exopolysaccharides, composants majeurs de la matrice. 
L’étude transcriptomique de gènes potentiellement impliqués dans la persistance suggérait que 
l’activation précoce de la réponse stringente pourrait être une des voies principales de la tolérance en 
biofilm sous ciprofloxacine. Enfin, la présence de « small colony variants » au sein du biofilm, dotés 
d’une capacité accrue de formation de biofilm, témoignait de la diversité des populations en biofilm. 
Ces travaux participent ainsi à une meilleure compréhension des mécanismes d’échappement aux 
antibiotiques de P. aeruginosa en biofilm. 
 
Mots-clés : Biofilm, Pseudomonas aeruginosa, ciprofloxacine, persistance, réponse stringente, small 
colony variants 
 
Abstract 
 
Biofilm device-related infections can lead to antibiotic failure requiring frequent removal of medical 
device. Pseudomonas aeruginosa has emerged as the typical pathogen for biofilm infections. To explore 
the determinants of antibiotic failure in biofilm, an in vitro P. aeruginosa biofilm model exposed to supra-
inhibitory antibiotic concentrations was developed. In planktonic culture, the ciprofloxacin and 
amikacin combination prevented the selection of resistant mutants in ciprofloxacin and amikacin  
low-level resistant P. aeruginosa strains overexpressing efflux. In biofilm, the ciprofloxacin and amikacin 
combination, used simultaneously or sequentially, didn’t show superior effects compared to 
monotherapies. Despite an initial bacterial reduction, biofilm eradication was not obtained. Regardless 
of wild-type or efflux strains and antibiotic regimen used, antibiotic failure was related to the selection 
of antibiotic-tolerant cells named “persisters”. Ciprofloxacin induced significant alterations in the 
biofilm structure, notably a considerable reduction in the exopolysaccharides of the matrix.  
The transcriptomic analysis of genes, potentially involved in persistence, suggested that early activation 
of the stringent response might be one of the main pathways for ciprofloxacin tolerance in biofilm. 
Finally, the emergence of "small colony variants" within the biofilm, characterized by enhanced ability 
to form biofilm, attested to biofilm heterogeneity. This work therefore contributes to a better 
understanding of how P. aeruginosa biofilms escape antibiotic. 
 
Key words: Biofilm, Pseudomonas aeruginosa, ciprofloxacin, persistence, stringent response, small colony 
variants 
 
